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RESUME EN FRANÇAIS 
 
Une nouvelle méthode, basée sur l’utilisation d’un nouveau substitut de virus, a été 
développée pour l’étude en ligne de la dynamique de rétention de procédés membranaires. Ce 
nouveau traceur est un bactériophage MS2 modifié en sa surface par greffage d’enzymes. Au 
cours de cette étude, un protocole reproductible de synthèse de ce bactériophage modifié a été 
développé. La caractérisation de ce nouveau traceur a permis de déterminer son activité 
enzymatique moyenne et a aussi démontré les capacités de ce traceur comme mime de virus 
car il est représentatif biochimiquement et physiquement d’un virus. L’intérêt de ce nouveau 
traceur est qu’il peut être détecté/quantifié directement en solution grâce à l’activité 
enzymatique induite de ses enzymes. Une technique de détection ampérométrique a été 
choisie pour sa sensibilité, sa rapidité d’analyse qui rend possible les études en dynamique et 
en ligne et son application possible en eau potable. La mesure ampérométrique a été validée 
par comparaison à une méthode de référence spectrophotométrique. Des expériences de 
filtration consistant à injecter des traceurs dans l’alimentation et à suivre la présence de 
traceurs dans le perméat par ampérométrie ont ensuite permis de valider la méthode 
développée en montrant sa capacité à différencier des comportements membranaires et à 
caractériser des dynamiques de rétention. Cette nouvelle méthode a été utilisée pour 
caractériser les rétentions de membranes planes et d’un module de fibres creuses en fonction 
de paramètres opératoires de filtration et du matériau membranaire (MF ou UF, pression 
transmembranaire, état de vieillissement du matériau membranaire, présence d’un défaut 
calibré). 
 
Mots clés : Production d’eau potable; Désinfection par procédés membranaires ; dynamique 




RESUME EN ANGLAIS 
 
A new method, based on a new virus surrogate, was developed for the inline characterization 
of the dynamics of retention in membrane processes. This new tracer is a modified MS2 
bacteriophage modified on its surface by the grafting of enzymatic probes. In this study, a 
reproducible synthesis protocol of this new tracer was developed. The characterization of this 
new tracer allowed to determine its average enzymatic activity and showed the abilities of this 
tracer to be used as a virus surrogate as it is representative of viruses biochemically and 
physically. The interest of this new tracer lies on its direct detection/quantification in solution 
thanks to the induced activity of its enzymes. An amperometric detection of this tracer was 
chosen for its sensibility, its rapidity that makes possible inline and dynamic studies and its 
possible application for drinking water production. The amperometric measure was validated 
by comparison to a reference spectrophotometric method. Filtration experiments consisting in 
injecting tracers in the feed and to monitor the presence of tracers in the permeate by 
amperometry allowed then to validate the developed method showing its ability to 
differentiate membrane behaviours and to characterize retention dynamics. This new method 
was used to characterize the retentions of flat sheet membranes and a hollow fibre module as 
a function of filtration operating parameters and properties of the membrane materials (MF or 
UF, transmembrane pressure, membrane ageing state, presence of a calibrated defect).     
 
Key words: Drinking water production; Disinfection by membrane processes; inline 
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 La technologie membranaire est couramment utilisée pour la désinfection des eaux potables 
car elle permet en particulier l’élimination d’une large gamme de micro-organismes 
(bactéries, protozoaires, virus…) et une consommation réduite en désinfectants. Cette 
technologie participe donc efficacement à la préservation de l’environnement. Aussi, le 
développement d’installations de production et de traitement des eaux utilisant la technologie 
membranaire est croissant. De nombreuses études ont démontré la capacité des systèmes 
membranaires polymériques (ultrafiltration principalement) à retenir les virus en évaluant la 
rétention globale en bactériophages des systèmes testés par la méthode de dénombrement des 
plages de lyses. Les bactériophages (ou phages) sont des virus de bactéries non pathogènes 
qui sont très similaires en forme et en taille aux virus pathogènes transportés par l’eau 
(poliovirus et hépatite) et qui sont donc utilisés comme microorganismes de référence pour 
tester la rétention des systèmes membranaires en virus. La rétention en virus d’un système 
membranaire est souvent exprimée en LRV (Log Removal Value) qui est définie comme le 
logarithme en base 10 du rapport de la concentration en virus dans l’alimentation sur celle 
dans le perméat.  
Malgré l’efficacité démontrée des systèmes de filtration sur membrane pour l’élimination des 
virus, il manque des connaissances scientifiques permettant d'améliorer le contrôle et la 
qualité des installations. Cet objectif a été à l’origine du regroupement de 3 partenaires 
universitaires toulousains (LGC, LAMBI anciennement ABFB et LISBP) et de 3 partenaires 
industriels du domaine de l’eau et des membranes (Polymem, Aquasource et Veolia 
Environnement) dans le cadre d’un projet ANR PRECODD - POME (Protocole de validation 
Objective de procédés Membranaires utilisés en production et traitement des Eaux).  
En particulier, l’objectif du LISBP où s’est déroulée la présente étude est d’acquérir en ligne 
(c’est-à-dire directement sur les installations) des connaissances sur l'influence de la 
dynamique du procédé de filtration (régimes transitoires, modifications des conditions 
opératoires ou de paramètres d'entrée tels que la qualité d'eau) sur la rétention en virus et 
notamment sur le role joué par le colmatage des membranes et les étapes de décolmatage 
(colmatage: ensemble de phénomènes se produisant sur et/ou au voisinage de la surface de la 
membrane ayant pour conséquence une réduction du transfert de matière) mais aussi par le 
vieillissement des membranes et/ou modules. L’objectif visé est schématisé dans la Figure 1 








⇒ Possibles modifications de la rétention en virus
Historique de la membrane et/ou module 
(vieillissement, colmatage) et défauts, 
paramètres opératoires, qualité d’alimentation...
 
Figure 1. Illustration de l’objectif de l’étude. 
 
Pour être en mesure de répondre à cet objectif, il est nécessaire de faire appel à une méthode 
de détection qui soit rapide, facile, applicable in situ et en ligne, sensible, peu chère et qui 
permette un échantillonnage représentatif des volumes filtrés. Bien que sensibles, les 
méthodes actuelles de détection / quantification des bactériophages (dénombrement des 
plages de lyse, PCR quantitative, cytométrie de flux…) sont encore inapdatées à une 
application en ligne. Des mimes de virus autres que des bactériophages ont également été 
proposés dans la littérature (comme des nanoparticules d’or, de maghémite ou des 
bactériophages modifiés) mais dans ces cas, les limitations majeures à leur utilisation 
consistent en un manque de représentativité de ces mimes par rapports aux virus natifs (en 
particulier pour les particules minérales) ou dans les limitations d’application liées à leur 
méthode de détection (en particulier pour les phages modifiés). 
Au cours de ce travail, une nouvelle méthode, basée sur l’utilisation d’un nouveau substitut de 
virus, a été développée pour l’étude de la dynamique de rétention de procédés membranaires. 
Ce nouveau substitut, utilisé comme traceur, est un bactériophage MS2 dont les propriétés de 
surface ont été modifiées pour permettre la détection et la quantification de ce traceur 
directement en solution.  
 
Ce mémoire, qui récapitule l’ensemble des travaux, s’articule autour de trois grandes parties. 
Dans un premier temps, un protocole reproductible de synthèse et de purification de ce 
nouveau traceur a été développé. L’obtention de traceur a pu d’abord être mise en évidence de 
manière qualitative par une analyse chromatographique. Différentes caractérisations sont 
ensuite présentées ; ces caractérisations ont permis ainsi de quantifier l’efficacité du greffage 
et les nouvelles propriétés physico-chimiques et réactives du traceur.  
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 La deuxième partie du mémoire présente la méthode de détection du nouveau traceur qui a été 
également mise au point au cours de ce travail. Dans une première étape, les paramètres 
opératoires de la mesure ont été choisis et optimisés, puis la procédure de validation de la 
mesure mise en œuvre est décrite. Enfin, des expériences ont permis de valider en filtration la 
méthode de détection du nouveau traceur par la méthode développée.  
Cette nouvelle méthode a ainsi été utilisée par la suite pour débuter une caractérisation des 
dynamiques de rétention de membranes planes et d’un module de fibres creuses (fourni par 
notre partenaire Aquasource) en fonction de différents paramètres opératoires et d’entrée tels 
que la pression transmembranaire, le matériau et l’état de vieillissement des membranes. 
 
Le protocole de synthèse et de purification des traceurs ainsi que leur caractérisation sont 
présentés en Chapitre I. Le cœur du Chapitre I a notamment été rédigé sous forme de 
publication en anglais, précédé d’un résumé long en français. La mise au point et la validation 
de la mesure ainsi que la validation de la méthode de détection des traceurs sont traités dans le 
Chapitre II, qui a été rédigé sous un format identique à celui du Chapitre I. Enfin, des 
caractérisations de la dynamique de rétention de membranes planes et d’un module de fibres 
creuses en fonction de différents paramètres opératoires et d’entrée sont présentées en 
Chapitre III. Ce Chapitre III a été rédigé en français d’une manière plus conventionnelle. Tous 
les chapitres sont précédés d’un sommaire détaillé. A la suite de ces trois chapitres, se 
trouvent des compléments (notés [complément] dans le texte et triés par chapitre) qui 
présentent des résultats ou informations complémentaires. Pour finir, une conclusion générale 
dressera le bilan des travaux accomplis et des travaux en perspective. Une nomenclature, la 
liste des références (rangées par ordre alphabétique) ainsi que des annexes qui détaillent 
certains résultats (notées Annexe dans le texte et triées par chapitre) sont également 
disponibles à la fin du manuscrit.  









CHAPITRE I.                      
Nouveau traceur bio-artificiel pour la 
mesure en ligne de la rétention en virus 
de procédés membranaires : protocole 















A. Résumé long en français…………………………………………………..
B. Article en anglais…………………………………………………………..
1. Abstract…………………………………………………………………
2. Introduction……………………………………………………………. 
3. Material and methods………………………………………………….
a. Bacteriophages, strains and culture media……………………….....
b. Preparation of a native MS2 phage suspension………………….…
c. Chemicals for labellisation and for enzymatic measurements…….
d. Tracer characterization tools………………………………………... 
i. Size and zeta potential characterizations…………………
ii. Enzymatic activity measurements of the tracer probes…..
iii. Tracer purification and chromatographic characterization 
e. Quantification methods…………………………………………………
i. Area measurements of HPLC-SEC chromatogram peaks..
ii. Determination of the specific enzymatic activity kcatPROBE 
of the probes and determination of the probe 
concentration knowing kcatPROBE………………………….
1st. Determination of the specific enzymatic activity 
kcatPROBE of the probes and determination of the probe 
concentration knowing kcatPROBE  - Method……………….. 
2nd. Determination of the specific enzymatic activity 
kcatPROBE of the probes and determination of the probe 





























 4. Tracer synthesis and characterizations………………………………. 
a. Tracer synthesis (grafting protocol, HPLC-SEC purification 
steps) and chromatographic characterization of the tracers……..
i. Biotinylation……………………………………………...
ii. Grafting of the enzymatic probes………………………...
b. Size and zeta characterizations of the tracers…………………….…  
c. Quantification of the mass of enzymatic probes grafted on the 
phages and determination of the average number of probes 
grafted per phage……………………………………………………..…
d. Determination of the average tracer molecular weight……….......
e. Determination of the average external porosity of the tracers…… 
f. Determination of the purity level of the tracer fraction obtained 
after one purification step…………………………………………..….
g. Improved purification of the  tracers………………………………....  
h. Determination of the specific enzymatic activity kcatTRACER of the 




























CHAPITRE I.                      




 Ce chapitre I est consacré à la mise au point d’un nouveau mime de virus qui a des 
caractéristiques physico-chimiques proches des virus natifs, notamment du bactériophage 
MS2 et qui est détectable directement en solution. Les bactériophages (ou phages) MS2 sont 
des virus de bactéries non pathogènes de diamètre moyen environ 30 nm et qui sont très 
représentatifs des virus pathogènes transportés par l’eau (comme le poliovirus ou le virus de 
l’hépatite). Le nouveau mime de virus est un bactériophage MS2 greffé en sa surface par des 
sondes enzymatiques et la détection/quantification de ce nouveau mime directement en 
solution résulte de l’activité enzymatique induite des sondes qui lui sont greffées. Notamment 
des sondes enzymatiques dont l’enzyme est la HRP ont été choisies car elles ne sont pas 
susceptibles d’être inhibées par les molécules présentes dans l’eau potable.  
Un protocole reproductible de synthèse et de purification de ce nouveau mime de virus a été 
développé au cours de cette étude. En particulier, la méthode de greffage développée est une 
méthode indirecte qui consiste dans un premier temps à fixer de manière covalente de petites 
molécules de biotine sur les protéines de la capside du phage puis à greffer des sondes 
enzymatiques de type neutravidine – HRP (où des enzymes HRP sont liée par covalence à une 
protéine neutravidine). En particulier, l’interaction entre la biotine et la neutravidine est très 
spécifique et forte, ce qui la rend comparable à une liaison covalente sur de larges gammes de 
température et de pH. Les excès de molécules de biotine et de sondes enzymatiques utilisés 
pour la synthèse du nouveau mime de virus sont éliminés par HPLC-SEC (High Performance 
Liquid Chromatography by Size Exclusion) ; la dialyse a aussi été testée mais s’est révélée 
n’être pas efficace et trop longue dans ces conditions. Le greffage direct d’enzymes HRP 
modifiées pour établir des liaisons covalentes avec les protéines de la capside du phage a 
également été testé mais s’est révélé inefficace.  
L’obtention de nouveau mime de virus a pu d’abord être mise en évidence de manière 
qualitative par une analyse chromatographique et des tests enzymatiques positifs qui ont 
confirmé l’efficacité du greffage et l’activité des sondes enzymatiques greffées. Les propriétés 
relatives à la détection de ce nouveau mime de virus, qui sera utilisé comme traceur, ont alors 
été étudiées. Notamment, une caractérisation enzymatique quantitative de ce nouveau traceur, 
couplée à une analyse chromatographique quantitative, a permis de quantifier le nombre 
moyen de sondes enzymatiques greffées par phage et l’activité enzymatique spécifique des 
sondes greffées. Cette caractérisation enzymatique a démontré de manière quantitative 
l’efficacité du greffage, la bonne reproductibilité du protocole de fabrication et de purification 
des traceurs et  l’influence de la concentration de la suspension de phages natifs utilisée pour 
le greffage sur le nombre moyen de sondes greffées par phage. En particulier, le nombre de 
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 sondes greffées par phage varie de 60 à 130 molécules par phage selon la concentration de la 
suspension de phages natifs utilisée et l’activité enzymatique des sondes greffées (déterminée 
avec du pyrogallol) est comprise entre 2,8 104 et 3,8 104 min-1. Cette activité enzymatique 
conséquente reste tout de même inférieure (près de deux fois) à l’activité enzymatique des 
sondes libres mesurées dans les mêmes conditions. Il a notamment été mis en évidence que ce 
phénomène est du au passage répété des traceurs dans la colonne à chromatographie (deux 
purifications successives sont en effet nécessaires pour le moment) qui s’est révélé être 
aggressif pour les sondes enzymatiques greffées sur les bactériophages, conduisant à une 
possible modification de la structure du site actif des sondes.   
D’autre part, cette altération de l’activité enzymatique impose que les traceurs soient utilisés 
et dosés sur de courtes périodes après leur obtention (≤ 8h) pour bénéficier d’une activité 
enzymatique stable. L’utilisation d’une colonne à chromatographie plus résolutive devrait 
permettre de limiter la purification des traceurs à un seul passage dans la colonne à 
chromatographie de manière à améliorer très significativement l’activité enzymatique des 
sondes greffées et la durée sur laquelle cette activité est stable. Il pourra être noté que de tels 
protocoles de greffage et de purification mais aussi de quantification du nombre moyen de 
sondes greffées pourraient être transposés à tout autre virus présentant une coque protéique 
externe. On notera enfin que les traceurs sont produits à de fortes concentrations (3,4 1010 pfu 
mL-1 et 3,4 1011 pfu mL-1). 
Les propriétés de ce nouveau traceur qui peuvent avoir un impact sur sa rétention par des 
procédés membranaires ont également été étudiées. Notamment, une caractérisation en taille 
du traceur a été réalisée et a montré une distribution monomodale sphérique centrée sur un 
diamètre moyen de 64,1 ± 0,3 nm à pH neutre et à 20°C, ce qui est plus du double du 
diamètre moyen du phage MS2 natif dans les mêmes conditions (30,9 ± 0,8 nm) mais reste 
inclut dans la gamme de tailles des virus pathogènes (entre 10 et 100 nm) et approprié pour la 
caractérisation de systèmes membranaires d’ultrafiltration. D’autre part, le poids moléculaire 
moyen du traceur varie entre 12 000 and 22 000 kD selon le nombre de sondes qui lui ont été 
greffées, ce qui est inclut dans la gamme de poids moléculaires des virus natifs (entre 1000 et 
30 000 kD) ; le poids  moléculaire du phage MS2 natif étant de 3600 kD selon les données de 
la littérature. De plus, le potentiel zeta du traceur à pH neutre et à 20°C a été trouvé égal à          
– 14,34 ± 1,66 mV (ce qui est très proche du potentiel zeta du phage MS2 natif dans les 
mêmes conditions, i.e. – 14,00 ± 0,05 mV) et le volume moyen occupé par les sondes greffées 
représente 12% à 25% du volume externe total du traceur (selon le nombre de sondes greffées 
par phage). L’analyse chromatographique a également permis de mettre en évidence la 
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 stabilité mécanique du traceur jusqu’à une pression de 7,6 bar (pression appliquée dans la 
colonne). Enfin, une première comparaison en filtration du phage MS2 natif et du traceur sur 
une membrane plane d’ultrafiltration de 100 kDa en polyéthersulfone a notamment montré un 
comportement similaire de ces deux espèces en filtration, ce qui est un résultat encourageant.  
Le nouveau traceur mis au point est donc représentatif de virus natifs en termes de taille, de 
poids moléculaire, de structure externe mais aussi de densité car le cœur du traceur est un 
phage, tout en permettant sa détection directement en solution (dont l’eau potable) et donc sa 
détection en ligne par une méthode ampérométrique. Le développement de la méthode 
ampérométrique sera notamment présenté dans le Chapitre II. 
Le cœur du Chapitre I est une publication à laquelle sont ajoutés des compléments (notés 
[complement] dans le texte) qui présentent des résultats ou informations complémentaires et 
des annexes qui détaillent certains résultats (notées Annexe dans le texte) spécifiques de ce 
chapitre. En particulier, la publication porte sur la caractérisation enzymatique quantitative  de 
3 lots de traceurs synthétisés dans les mêmes conditions à partir d’une même suspension stock 
de phages MS2 natifs à la concentration de 1,85 1013 pfu mL-1 (± 7,0%) et d’un même lot de 
sondes enzymatiques.  
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In this study, a new virus surrogate was developed to characterize the retention dynamics of 
membrane systems used for disinfection (notably virus removing). This new virus surrogate, 
used as tracer, is a modified bacteriophage obtained by conjugation of enzymatic probes to a 
MS2 bacteriophage (which is among the smallest non-pathogenic bacteria viruses with an 
average diameter about 30 nm); the direct detection of this tracer resulting thus from its 
induced enzymatic activity. The obtaining of this new virus surrogate was first qualitatively 
put in evidence by a chromatographic characterization and an enzymatic test. Then a 
quantitative enzymatic characterization of this new tracer allowed to quantify the average 
number of enzymatic probes grafted per phage, the average molecular weight of the tracer and 
the specific catalytic activity of the grafted probes. In particular, this enzymatic 
characterization quantitatively demonstrated the efficiency of the probe grafting (with an 
average of 61 ± 18 probes grafted per phage and an average specific enzymatic activity of the 
grafted probes found to be 2.93 ± 0.78 104 min-1) as well as the good reproducibility of the 
synthesis protocol. The average tracer molecular weight (found to be 12 140 kD, ± 30.1%) 
was notably comprised in the molecular weight range of pathogenic viruses (i.e. 1000 to       
30 000 kD). A size characterisation of this new tracer was also performed and showed a 
monomodal distribution centred on an average diameter of 64.1 ± 0.3 nm (at neutral pH and at 
20°C) which is included in the size range of pathogenic viruses (i.e. 10 to 100 nm). Finally, 
the zeta potential of the tracers at neutral pH and at 20°C was found to be – 14.34 ± 1.66 mV 
(which is nearly the same of the one of the native phages in the same conditions, i.e. - 14.00 ± 
0.05 mV) and the average volume occupied by the grafted enzymatic probes represented 12% 
of the total external volume of the tracer. 
 
 2. Introduction  
Membrane filtration processes are used in many fields to concentrate or to purify liquids.  
Among the applications of membrane technology, there are notably drinking water production 
plants and wastewater treatment plants equipped with membrane systems that allow to 
minimize bio-contaminant (viruses, bacteria…) and other compound contents in the produced 
or treated waters. In drinking water production, membrane processes (in particular 
ultrafiltration) are thus widely used for their capabilities to remove viruses. The mean virus 
retention of a filtration system was defined by USEPA [USEPA(a), 2001] and is often 
expressed in log removal values (LRV), that is the logarithm to base 10 of the ratio of viral 
concentration in the feed to the one in the permeate.  
Membranes can occasionally present integrity problems, i.e. defaults that could let virus pass 
through in case of ageing or harsh use conditions. In order to guaranty control and sanitary 
quality of such installations, it is consequently necessary to check membrane integrity during 
filtration which involves to be able to characterize inline (i.e. directly in the plants) and in 
dynamic the retention of the used filtration systems. The aims are there to objectively qualify 
the retention capacities of the filtration systems, to raise the performance of sanitary 
guaranties in plants and to reduce the demand in disinfectant chemicals.     
Membrane molecular weights cut off are currently assessed by small size tracers, which are 
polymer and protein types, such as PEG (PolyEthylene Glycol) and Dextran. They are 
determined for 90% retention of theses compounds. These tracers have properties different to 
these of viruses, in terms of size, shape or density. They are thus not adapted to mime the 
filtration behavior of viruses and they can consequently not characterize, in a satisfying way, 
the retention dynamics of filtration systems during filtration. It was therefore necessary to 
develop a non-pathogenic tracer as representative as possible of viruses, allowing a detection/ 
quantification that is fast, continuous, applicable inline, compatible with large volumes and 
not so expensive. 
Bacteriophages (also named phages) are non-pathogenic viruses of bacteria. They are 
commonly used as reference microorganisms to quantify the virus retention of membrane 
systems [USEPA(a), 2001; Gerhard and al., 1998]. Indeed, they are very similar to viral 
pathogens carried by water from the viewpoint of size, shape and surface properties. 
However, existing methods for bacteriophage quantification (as direct enumeration by plate 
counting, epifluorescence microscopy on filtering membrane [Bettarel and al., 2000; Rinta-
Kanto and al., 2004], flow cytometry [Brussaard and al., 2000; Dominique and al., 1999], 
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 quantitative PCR [Formiga-Cruz and al., 2005], biosensors [Patolsky and al., 2004; Lee and 
al., 2005; Crowter, 1995; Campbell and al., 1993; Abdel-Hamid(a) and al., 1998] are not 
sufficiently rapid and/or applicable inline and/or analyze too low volumes (in addition to cost 
sometimes too important) to characterize retention during filtration.  
In the literature, other surrogates to viral pathogens were also tested as tracers such as gold 
nanoparticles detected by potentiometry [Gitis(b) and al., 2006] or iron oxid nanoparticles 
magnetically detected [Moulin, 2007; Guo(a), (b) and al., 2009]. Although gold and iron oxid 
nanoparticles have similar sizes to native viruses, they have heavier densities and significantly 
smoother surfaces than viruses, which make these nanoparticles inappropriate to mime viruses 
in terms of their comportment during filtration. Fluorescent microspheres detected by 
fluorimetry were also considered [Pontius et al., 2009] but appeared to be poor virus 
surrogates, probably due to differences in surface charge density that could result in 
electrostatic interactions, adsorption or adhesion with the membranes. 
In the same way as biosensors (suggesting the surface modification of germs so that they can 
be collected and detected), modified bacteriophages were also considered as tracers ([Gitis(a) 
and al., 2002; Lev and al., 2006]). One of the proposed modifications was notably the grafting 
of fluorochromes on the surface of MS2 bacteriophages (which are spherical viruses with an 
average diameter of 30 nm, among the smallest bacteriophages [Langlet(a) and al., 2007]) in 
order to directly detect these modified bacteriophages by fluorimetry. However, this relevant 
approach remains limited by low analysis volumes (about 1 mL), which could lead to 
problems of statistical analysis. Moreover, no quantification of the average number of 
fluorescent dyes grafted per phage has been performed yet, although it is necessary to check 
that these modified bacteriophages have been purified of the excess dye if the tracers are to be 
used in filtration. The labeling of enzymes on the surface of T4 bacteriophages was also 
considered. In this particular case, the major drawbacks of this approach lie firstly in the large 
size of the T4 phage (which measures about 200 nm long and 80 nm wide, being part of the 
largest bacteriophages [Leiman and al., 2003]) which limits the monitoring of the retention 
dynamics of ultrafiltration systems, secondly in the associated detection method (ECL 
chimiluminescence) that allows very low analyzable volumes (about 50 microliters) and 
finally in a lack in the tracer characterization (the average number of enzyme grafted by phage 
and the enzymatic activity of the grafted enzymes have not been determined yet).  
Looking at the bibliography and at the objectives, the bio-artificial tracer appearing the most 
relevant was a MS2 bacteriophage modified in its surface by the grafting of enzymes. HRP 
enzymes (i.e. HorseRadish Peroxidase) were chosen for the grafting due to their high 
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 enzymatic activity and their small size. The HRP enzymes catalyze notably a highly specific 
and rapid reaction permitting its detection and could be operated in drinking water without 
inhibition by the molecules present in solution [complement I.1]. This tracer was thus built so 
as it allows a direct detection of its induced enzymatic activity notably by an amperometric 
method that is fast, continuous, applicable inline and compatible with large volumes of 
samples [Guigui and al., 2008; Soussan(b) and al., 2009]. As the MS2 phage is one of the 
smallest phages, the size of the developed non-pathogenic tracer should thus enter in the size 
range of native pathogenic viruses (from 10 to 100 nm), making it suitable for characterizing 
ultrafiltration and microfiltration systems. Moreover, this new tracer would keep a density 
close to the one of native viruses (as the phage would be the core of this tracer), as well as a 
protein extern surface.  
In this study, a method for tracer synthesis and purification was developed (Part I). The 
grafting protocol and chromatographic purification steps are described in this work, together 
with the tracer chromatographic characterization. A quantitative characterization protocol, 
based on enzymatic assays, was also developed and used to investigate the average number of 
enzymatic probes grafted per phage for three batches of tracers made from the same native 
phage suspension and the same batch of enzymatic probes. Tracer characterizations were also 
performed. The tracer quantification is performed by measuring its specific enzymatic activity 
kcatTRACER (min-1), which then allows the tracer concentration in an unknown sample to be 
determined. The specific enzymatic activity of the tracer produced (in other words, the 
specific enzymatic activity of the probes grafted to the phages) was therefore investigated. 
The tracer was designed to be as representative as possible of native pathogenic viruses. In 
other steps, physicochemical characterizations were also carried out. Its size and molecular 
weight were determined and compared to standard data on viruses in order to assess the 
representativeness of the tracer. The tracer zeta potential and the external porosity of the 
probe layer grafted on the native MS2 phages were also determined in order to study the 
physical influence of the grafting on the phage capsid. 
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 3. Material and methods 
 
a. Bacteriophages, strains and culture media. 
MS2 bacteriophages (15597-B1) were obtained from American Type Culture Collection 
(ATCC, Molsheim, France), received as freeze-dried pellets. Non pathogenic Escherichia coli 
K12 (E. coli K12) were obtained from the LISBP Laboratory (Toulouse, France). Different 
media were used for phage cultivation and enumeration. Hard and soft agar media and broth 
medium were prepared with trypticase 10.0 g L-1 (from BD, 211921), Bacto agar 15.0 g L-1 
for hard agar and 5.0 g L-1 for soft agar (from Biokar, A1010 HA), yeast extract  1.0 g L-1 
(from Biokar, A1202HA), glucose 1.0 g L-1 (from Prolabo, 06C170020), dihydrate calcium 
chloride CaCl2, 2H20 0.3 g L-1 (from Prolabo, 23317.297) and sodium chloride 8.0 g L-1 (from 
Riedel, 31414). Neutral phosphate buffer solution (PBS) 0.1 M, pH = 7.0 ± 0.1 was provided 
by Perbio Science France. 
 
b. Preparation of a native MS2 phage suspension. 
A pure, concentrated and enumerated suspension of phages was required for tracer 
suspension. Phage cultivation was achieved by a double-layer plaque assay method provided 
by the ATCC [Adams, 1959; Moce-Llivina and al., 2004] using E. coli bacteria as hosts (see 
Annexe I.1). This reference method was slightly modified to get a higher concentrated phage 
suspension. In particular, a ratio 1: 10 of phages and fresh host bacteria cultivation (reseeded 
just before phage cultivation) was applied in a non nutrient soft agar, which resulted in a total 
lysis, to produce large quantities of viruses. After 8 hour incubation at 37°C, the overlayers 
containing the infected bacterial cells were scraped with an inoculation loop and collected into 
centrifuge glass tubes with a minimum of neutral PBS buffer (pH = 7 ± 0.1). The amplified 
phage suspension was then mixed with chloroform to remove bacterial fragments and /or to 
release phages contained in host bacteria. Chloroform was thus added to each tube at 10% v/v, 
without phage damages [Adams, 1959]. The tubes were then centrifuged at 9000 rpm for 20 
min at 4°C in a Sorvall RC-5B refrigerated superspeed centrifuge. Subsequently, supernatants 
containing phages were filtered through a sterile 0.2-μm filter and collected in a sterile glass 
container. Chloroform extraction and filtration were repeated twice. The phage suspension 
was then stored in its neutral PBS solution, kept from light at 4°C in a sterile glass container 
to limit protein adsorption. These storage conditions were chosen according to the literature 
[Feng and al., 2003] to minimize the capsid deterioration in a long term.  
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 The enumeration of the obtained phage suspension was carried out, as cultivation, by a 
double-layer plaque assay method proposed by the standard ISO reference 10 705-1 [ISO, 
1993], using E. coli K12 bacteria as hosts. Samples of the obtained phage suspension were 
diluted by decade until lysis plaques were countable; each lysis plaque corresponding to one 
phage. Once the dilution range was determined (5-log), plates were replicated at least five 
times for each chosen dilution and negative control plates were done. The concentration of the 
phage suspension was calculated as the average of the lysis plaque number divided by the 
spotted volumes and taking into account the corresponding dilution factors.  
 
c. Chemicals for labellisation and for enzymatic measurements. 
The chemicals involved in the tracer preparation (EZ-Link Sulfo-NHS-LC-Biotin and 
ImmunoPure Neutravidin-HRP Conjugated) were supplied by Perbio Science France. For 
quantitative enzymatic characterisations, pyrogallol was provided by Sigma Aldrich and 
hydrogen peroxide H2O2 (30 % (w/w) in aqueous solution) was provided by Roth. Neutral 
phosphate buffer solution (PBS) 0.1 M, pH = 7.0 ± 0.1 was also provided by Perbio Science 
France. All the chemicals used in this study were from the highest grade purity. 
 
d. Tracer characterization tools. 
 
i. Size and zeta potential characterizations. 
MS2 phage and tracer size distributions as their zeta potential were determined using a 
Malvern Zetasizer Nano ZS (Malvern Instruments, Malvern, France), based on the dynamic 
light scattering (DLS) technology. Size and zeta characterizations were carried out with a 
633 nm laser at 20.0 ± 0.1 °C, respectively in 1 mL disposable size analysis cells (Malvern, 
France) and in 0.75 mL reusable zeta analysis dip cells (Malvern, France). Each measure was 
repeated five times successively in order to check the stability of the samples. Due to their 
low light scattering, phage suspensions were analyzed in a concentration range upper than 
1010 pfu mL-1 in order to achieve significant and stable signal. Zeta potential measurements 
were performed in a monomodal mode so as to avoid a too long exposition of the sample to 
the applied electric field deteriorating the sample. Annexe I.4 focuses on the exploitation of 




 ii. Enzymatic activity measurements of the tracer probes. 
Quantitative enzymatic measurements were carried out by spectrophotometric analysis using 
a plate reader Multiskan Ascent, 100-120 V (Thermo Scientific, France) that allows 
absorbance linearity up to an absorbance of 3. The experiments were carried out using 
disposable transparent 96-well plates (Greiner Bio-One, France) at a 450 nm wave length and 
at 20 ± 1°C. Accuracy and reproducibility of the plate reader were checked with an UV-VIS 
V-530 spectrophotometer (Jasco, France).  
 
iii. Tracer purification and chromatographic characterization. 
Tracer purification and chromatographic characterization were performed by HPLC-SEC 
(High Performance Liquid Chromatography by Size Exclusion). HPLC-SEC was achieved 
using a Superose6 size exclusion column (GE Healthcare, France) integrated to an analyzing 
chromatographic system ÄKTApurifier UPC 100 (GE Healthcare, France). The Superose6 
column allows to fractionate compounds from 5 to 5000 kD and tolerates a 40 000 kD 
maximal load; its bed volume is 24 mL. The ÄKTApurifier system was equipped by a       
1.00 mL injection loop, a three UV wavelengths detection (210, 254 and 280 nm), a 
pH/conductivity monitor (Monitor pH/C-900, GE Healthcare) and a fraction collector 
(Fraction Collector Frac-950, GE Healthcare). Neutral PBS (0.1 M, pH 7.0 ± 0.1) was used as 
eluant; this solution was first filtrated on 0.2-μm filter and then sonicated for 200s. Before 
column equilibration, pumps were rinsed with eluant and then the column was equilibrated 
with 50 mL of eluant. Analyses were performed by eluting samples with 35.00 mL eluant at a 
0.40 mL min-1 flow rate (except for the biotinylated phages at 0.50 mL min-1). Phage 
suspensions were analyzed in a concentration range upper than 1010 pfu mL-1 in order to 
achieve significant and stable signal.   
 
e. Quantification methods. 
 
i. Area measurements of HPLC-SEC chromatogram peaks. 
Liquid size exclusion chromatography allows to separate compounds by their molecular 
weight and to characterize them by UV absorbance: one compound is consequently associated 
to an absorbance peak and an elution volume, defined as the volume for which the absorbance 
of the peak is maximum. In particular, the smaller the elution volume is and the higher the 
molecular weight of the compound is. As the area under a peak corresponds to the integration 
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 of a compound concentration relatively to a volume, this area can be thus correlated to a mass 
in this compound [Katz, 1988]; the total area under the peak corresponding consequently to 
the total mass of compound injected in the chromatographic column. This propriety was 
notably used for the quantitative characterization of the tracer.  
The separation efficiency of two neighbored peaks is traduced by the resolution coefficient R 
relative to these two peaks and defined following the Equation (I.1) [Katz, 1988]:  
R = 2. │∆Ve│/ LT                                                Eq. (I.1) 
Where:│∆Ve│ is the absolute difference between the elution volumes of each peak and LT is 
the sum of the lengths of the basis of each peak. Peak areas were determined using the 
UNICORN software (version 5.01), allowing direct integration and triangulation (via a 
tangent method). Partial peak areas were measured by a direct integration on an interval of 
elution volumes included in the interval of elution volumes defining the whole peak. Total 
areas of back baseline peaks were also determined by a direct integration between peak end 
and peak beginning. For peaks less resolved but clearly separated (1.2 < R < 1.4) which 
showed an extremity that did not return completely to baseline, total peak areas were 
measured by a direct integration completed with a tangent method (where the appropriated 
tangent was supposed to be the extension of the peak curve to baseline; the additional 
corresponding area being thus a triangle). Details on the peak area quantification are given in 
Annexe I.2. 
 
ii. Determination of the specific enzymatic activity kcatPROBE of 
the probes and determination of the probe concentration 
knowing kcatPROBE . 
 
1st. Determination of the specific enzymatic activity kcatPROBE 
of the probes and determination of the probe concentration 
knowing kcatPROBE  - Method.  
Either for the free or grafted enzymatic probes, the determination of the specific enzymatic 
activity kcatPROBE of the probes was performed with maximal initial rate experiments 
[Cornish-Bowden, 1995]. The enzymatic entity (HRP) of the chosen enzymatic probes 
catalyzed the oxidation of an electron donor in presence of hydrogen peroxide as enzyme 
substrate. The HRP-catalyzed reaction allows number of electron donor molecules, notably 
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 pyrogallol which the oxidized form (i.e. purpurogallin) is a yellow compound absorbing at 
450 nm, according to the following equation: 
2
Pyrogallol Purpurogallin
+ 3 H2O2     → +  CO2 + 5 H2O
Eq. (I.2) 
Purpurogallin can be thus quantified by its absorbance at 450 nm. In this study, the specific 
enzymatic activity of the probes kcatPROBE (min-1) was defined as the number of moles of 
purpurogallin produced per mole of probes in one minute at 20°C and at neutral pH in the 
following solution: pyrogallol 3.97 10-2 mol L-1 and H2O2 8.83 10-3 mol L-1. Both the used 
substrate and electron donor concentrations were given on the probe data sheet. Substrate 
concentration was in large excess compared to the probe concentration to ensure any substrate 
limitation on the working concentration range of the probes. In this context, maximal initial 
production rates Vi (mol L-1 min-1) of purpurogallin were measured by spectrophotometry at 
450 nm for different known probe concentrations. The specific enzymatic activity of the 
probes kcatPROBE (min-1) was determined as the slope of the regression line obtained by 
plotting Vi (mol L-1 min-1) measured values versus the known corresponding probe 
concentrations (mol L-1) (and cutting the X-axe at zero). The expression of Vi is given in the 
Equation (I.3) below : 
Vi = (dOD/dt)t=0 / (l.ε. α)                                                                     Eq. (I.3)                                    
Where:  
OD (-) is the absorbance measured at 450 nm,  
(dOD/dt)t=0  (min-1) is the slope of the tangent at the origin to the kinetic curve giving the OD 
functions of time,  
l (cm) is the length of liquid sample crossed by the beam, 
ε (L mol-1 cm-1) is the molar absorptivity coefficient for purpurogallin at 450 nm, 
and 
α (-) is the average number of HRP molecules per molecule of enzymatic probe.  
According to the provider data, the enzymatic probes used in this study had an average of 2 
HRP molecules per molecule of probe.  
The term (l.ε), identified as the Beer-Lambert constant of purpurogallin at 450 nm, was 
experimentally determined using smaller amounts of electron donor and large excess of 
substrate. These conditions allowed to quickly oxidize the total quantity of electron donor and 
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 reach constant absorbances. The Beer-Lambert constant was the slope of the regression line 
cutting the X-axe at zero, obtained by plotting these constant absorbances (-) versus the 
corresponding purpurogallin concentrations (mol L-1).  
The previous linear regression, that allowed to determine the specific enzymatic activity of 
the probes kcatPROBE (min-1), constituted also the calibration curve which enabled to quantify 
the probes from Vi measures. The probe concentration [Probe] (mol L-1) in the analyzed 
sample were thus determined from the knowledge of kcatPROBE, according to the following 
Equation (I.4):      
[Probe] = Vi . vT / (kcatPROBE.v)                                     Eq. (I.4) 
Where: 
Vi (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate of purpurogallin,  
vT (μL) is the total analysis volume,  
v (μL) is the analyzed volume of the sample containing the probes 
and  
kcatPROBE (min-1) is the specific enzymatic activity of the probes. 
 
2nd. Determination of the specific enzymatic activity kcatPROBE 
of the probes and determination of the probe concentration 
knowing kcatPROBE  - Experimental protocol. 
Maximal initial production rates of purpurogallin were investigated according to the following 
protocol. A 5% (w/v) pyrogallol solution was freshly prepared dissolving 0.50 g (± 0.7%) of 
pyrogallol in 10.00 ± 0.04 mL of ultrapure water; this solution was kept prevented from light 
at 6 ± 2°C for the analysis period. In the same way, a 1% (v/v) hydrogen peroxide solution 
was freshly prepared diluting 100 times the hydrogen peroxide stock solution in ultrapure 
water; this solution was also kept prevented from light at 6 ± 2°C for the analysis period. The 
range of the analyzed probe concentrations was chosen so that the maximal initial production 
rates of purpurogallin were measured with a high accuracy on the defined analysis time (i.e. 
so that the linear regressions were made for a high number of points) in the absorbance 
linearity range. A range of probe concentrations comprised between 1.25 ± 0.01 10-10 mol L-1 
to 3.00 ± 0.02 10-9 mol L-1 for the free probes or between 3.00 ± 0.02 10-10 mol L-1 and 6.00 
10-9 ± 0.04 mol L-1 for the grafted probes was adapted for such a characterization. 
Consequently, probe samples were first diluted if necessary in PBS buffer solution pH = 7.0 ± 
0.1 (that was chosen as the reaction matrix). For each analyzed well, the total analysis volume 
was fixed to 275.20 ± 0.28 μL (U-bottom-well plates as Flat-bottom-well plates were used). 
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 Pyrogallol solution and hydrogen peroxide solution volumes were set respectively to 27.60 ± 
0.03 μL. Rest of the well volume was filled with PBS buffer solution and probe sample. A 
kinetic blank assay where probe volume was replaced by a same volume of PBS buffer 
solution was always performed simultaneously with the kinetic probe assay; blank assay 
results being thus subtracted to the probe assay results for exploitation.  
In a first step, wells were filled with PBS buffer solution then with hydrogen peroxide and 
pyrogallol. Wells were straight shaked for 5s and incubated for 30s at 20 ± 1 °C before that a 
single absorbance measure of the wells was conducted to check well conformity. In the 
following 5s time interval, probe samples were introduced in wells and the wells were shaked 
again for 5s before the kinetic measures were launched. Kinetic measures were performed 
over 120s (one acquisition every 4s). Specific enzymatic activities kcatPROBE were measured 
for five probe concentrations and triplicates were made for probe quantification. 
Figure I.1 shows an example of kinetic curves giving the OD functions of time obtained for 
five concentrations of probes that passed once in the HPLC-SEC column, the respective 
tangent at the origin to these kinetic curves and the corresponding slopes (dOD/dt)t=0  (min-1) 
of these tangents. 
 
 [probes]1 = 1.32E-10 mol L-1 
y = 5.62E-04x
R2 = 9.99E-01
[probes]2= 3.30E-10 mol L-1
y = 1.50E-03x
R2 = 9.98E-01
[probes]4 = 7.93E-10 mol L-1
y = 3.88E-03x
R2 = 9.99E-01
[probes]5 = 9.91E-10 mol L-1 
y = 4.84E-03x
R2 = 9.98E-01

























Figure I.1. Example of kinetic curves giving the OD functions of time obtained for five concentrations of 
probes that passed once in the HPLC-SEC column, the respective tangent at the origin to these kinetic 
curves and the corresponding slopes (dOD/dt)t=0  (min-1) of these tangents named. 
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 Measures of the Beer-Lambert constants were achieved using a constant fresh probe 
concentration set to 1.30 ± 0.04 10-8 mol L-1 in the wells; dilution of the probes having been 
made in PBS buffer solution. A fresh 0.05% pyrogallol solution was prepared in ultrapure 
water so that the range of pyrogallol concentration in wells spread from 1.00 ± 0.02 10-4       
mol L-1 to 5.00 ± 0.07 10-4 mol L-1. Five concentrations of pyrogallol were tested in duplicate 
for each type of plates used (U-bottom-well plates and Flat-bottom-well plates). A fresh 0.1% 
(v/v) hydrogen peroxide solution was prepared in ultrapure water and the hydrogen peroxide 
concentration in wells was fixed to 5 times the pyrogallol concentration. The buffer solution 
used as reaction matrix was still PBS buffer solution pH = 7.0 ± 0.1. The total analysis 
volume was also fixed to 275.20 ± 0.28 μL. In the same way as previously, wells were first 
filled with PBS buffer solution then with hydrogen peroxide and pyrogallol. Wells were 
straight shaked for 5s before a single absorbance measure of the wells was performed at 20    
± 1 °C to check well conformity and to assess the blanks. Immediately after, probe was 
introduced in the wells and the wells were shaked again for 5s before the kinetic measures 
were launched. Kinetic measures were conducted over 15 min (one acquisition every 4s) to 
enable observing clear plateaus of absorbance (that corresponded to the total conversion of 
pyrogallol into purpurogallin). Figure I.2 shows an example of absorbance plateaus obtained 















[pyrogallol]1 = 1.37 10-4 mol L-1
[pyrogallol]2 = 1.95 10-4 mol L-1
[pyrogallol]3 = 2.67 10-4 mol L-1
[pyrogallol]4 = 3.25 10-4 mol L-1






Figure I.2. Example of absorbance plateaus obtained for different pyrogallol concentrations with the F-
bottom plates. 
 
The Beer-Lambert constants at 450 nm and 20°C ± 1 °C were found to be 2701,0 ± 59.4 L 
mol-1 (<R²> = 0.9901) for Flat-bottom plates and 2851.8 ± 59.9 L mol-1 (<R²> = 0.9934) for 
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 U-bottom plates; where <R²> was the mean value of the linear regression coefficients. These 
values are coherent with those of the literature [Sigma-Aldrich]. 
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 4. Tracer synthesis and characterizations  
 
a. Tracer synthesis (grafting protocol, HPLC-SEC purification steps) 
and chromatographic characterization of the tracers. 
A preliminary experimental study demonstrated the efficiency of an indirect grafting method 
of the MS2 phages, i.e. the grafting of HRP enzymatic probes via small binding molecules of 
activated biotin. A direct grafting of the bacteriophages by HRP enzymes was also tested but 
failed. Our tracers were thus obtained by first covalently labelling the capsid of native MS2 
phages with small binding molecules, which were activated biotin molecules, and then 
grafting enzymatic HRP probes (Neutravidin-HRP conjugates). The detailed synthesis 
protocol is summarized in Annexe I.3. In this study, the selected enzymatic probes contained 
two HRP enzymes per neutravidin protein (provider data). A scheme of the tracer is presented 
in Figure I.3.  
 
     Capsid protein   
Enzymatic probe 
  Activated biotin molecule 
HRP enzyme 
 Neutravidin support protein  
 MS2 phage 
 
 
Figure I.3. Scheme of the tracer. 
 
MS2 bacteriophages are spherical viruses surrounded by a capsid composed of 180 identical 
proteins (the molecular weight of each protein being 13.7 kD) [Lin and al., 1967; Valegard 
and al., 1990]. Protein capsid can be easily derivatized due to the high reactivity of their 
lysine amino acids [Gitis(a) and al., 2002; Gitis(b) and al., 2006; Lev and al., 2006]. Molecules 
of activated biotin, which are biotin molecules modified to react with primary amino groups 
(present in lysine amino acids), were chosen to establish covalent bond with proteins [Baqui 
and al., 2003]. Their small size as well as their hydrophilic behavior favor the activated biotin 
diffusion towards the protein capsid where the reaction occurred. That was not the case for 
bigger and less hydrophilic activated molecules such as the activated HRP enzymes that were 
tested for the direct grafting method. The Neutravidin-HRP conjugates were notably chosen 
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 as enzymatic probes for the second labelling on biotin molecules because of the highly 
specific and strong interaction between neutravidin and biotin (association constant Ka = 
1015), which is thus comparable to a covalent bond over large ranges of pH and temperatures 
[Savage and al., 1992]. Moreover, a spacer present before the terminal reactive group of the 
chosen activated biotin allows to reduce the steric hindrance between enzymatic probes and 
protein capsid. For each labelling step, reactive agents were introduced in large excess and 
thus, a purification of the unlabelled reactive agent was necessary. HPLC-SEC purification 
was preferred to dialysis which appeared to be ineffective and time consuming in this case.  
 
The molecular weight of native MS2 phage is around 3600 kD [Kuzmanovic, 2003], which 
made possible their injection in the chromatographic column. A first chromatogram of the 
native phage suspension (at 1.85 1013 pfu mL-1, ± 7.3%) was carried out at 254 nm (Figure 
I.4, profile a). The UV detection was performed at 254 nm because it allowed the most 
significant signal without saturation, contrary to the 210 nm signal. This chromatogram shows 
a reproducible peak characteristic of phages at 11.33 ± 0.07 mL (peak (1)) and smaller 
molecules (probably proteins) characterized by elution volumes up to 20 mL. A size analysis 
of the collected fraction corresponding to this peak (between 9.50 and 14.00 mL of elution 
volumes) showed a spherical monomodal population centred on an average diameter of 30.9 ± 
0.8 nm corresponding to phage size according to the literature [Langlet(a) and al., 2007]. The 
proportionality of the total areas under this peak phage with the injected phage quantities 
confirmed also the attribution of this peak to phages [complement I.2]. The native phage 
suspension was not purified by HPLC-SEC in order to avoid the dilution of the phage 













 i. Biotinylation 
The first stage of the grafting protocol consisted thus in labelling the native phage suspension 
(chloroform extracted and filtered) with an excess of activated biotin molecules. Activated 
biotin molecules were analyzed by HPLC-SEC to know their elution volume for further 
purifications (Figure I.4, profile b). This chromatogram was obtained at 254 nm by injecting 
20.00 ± 1.20 μg of activated biotin molecules alone in neutral PBS and shows a single and 
reproducible peak centred on 20.00 ± 0.05 mL which is the characteristic elution volume of 
theses molecules. According to the provider data, the molecular weight of biotin is around 
0.56 kD and the theoretical elution volume would have been higher and close to the total 
inclusion volume of the column (i.e. 23.0 mL). This suggested thus that the biotin peak 
corresponded to the aggregation of several molecules of activated biotin. This result was 
notably confirmed by a size analysis of activated biotin solutions prepared in neutral PBS.       
To label phages with activated biotin molecules, two millilitres (2.00 ± 0.05 mL) of the phage 
suspension were sterilely sampled and introduced in a sterile glass tube, then stored in the 
dark at 4 °C before labelling. At room temperature, 10 ± 1 mg of biotin were added to the 
phage suspension and mixed with a micropipette tip until total dissolution of the biotin. The 
labelling reaction was then conducted at room temperature (20°C) under mixing (120 rpm) in 
the dark during 40 min and then the mixture was stored overnight at 4 °C in the dark. The 
next day, this mixture was purified by HPLC-SEC to eliminate the non-grafted biotin 
molecules. Profile (c) of Figure I.4 is a chromatogram of a mixture of biotinylated phages and 
activated biotin in excess obtained as described previously. Profile (c) highlighted a 
reproducible peak at 11.35 ± 0.06 mL corresponding to the biotinylated phages and compared 
to profile (a), quasi-overlaid with the native phage peak. In particular, the elution volume of 
the biotinylated phage peak merged with the one of the MS2 phage peak. Indeed, the biotin 
molecules have a too low molecular weight (0.56 kD) to induce a significant change on the 
global molecular weight compared to the native phage molecular weight (i.e. 2.3% maximum) 
and as a consequence on the elution volume. A saturation peak beyond 20 mL was obtained 
corresponding to the excess of biotin molecules.  
Purified biotinylated phages were collected in a sterile glass tube between 9.50 mL and 14.00 
mL of elution volumes then stored in the dark at 4°C (up to three weeks) in order to label 
them with the HRP enzymatic probes and obtain thus tracers. At this stage, it is not possible to 















































Figure I.4. Chromatograms at 254 nm of the native phage suspension (profile a), the activated biotin 
alone (profile b), a mixture of biotinylated phages and activated biotin in excess (profile c). 
 
ii. Grafting of the enzymatic probes. 
A chromatogram of the purified biotinylated phages obtained previously was performed at 
210 nm (Figure I.5, profile a). The suspension of purified biotinylated phages (profile a) was 
characterized by a single and reproducible peak centred on 11.32 ± 0.02 mL as found 
previously. The purified biotinylated phages were thus labelled with the HRP enzymatic 
probes. The enzymatic probes, provided lyophilized, were reconstituted with ultrapure water 
at a concentration of 5.00 ± 0.09 g L-1 and their specific enzymatic activities were investigated 
for each tracer synthesis. HRP enzymatic probes were characterized alone in solution by 
HPLC-SEC to know their elution volume for further purifications (Figure I.5, profile b). The 
chromatograms obtained at 210 nm were preferred to have the most sensitive signal towards 
the enzymatic probes. Profile (b) was performed by injecting 28.74 ± 0.98 μg of HRP 
enzymatic probes alone in neutral PBS and showed a reproducible peak centred on an elution 
















































Figure I.5. Chromatograms at 210 nm of a suspension of purified biotinylated phages (profile a), the 
HRP enzymatic probe alone (profile b), samples of tracer suspensions obtained with an excess of 
HRP probes (profile c) and a lack of HRP probes (profile d). Tracers mean purified biotinylated phages 
labelled by HRP enzymatic probes. 
 
Reconstituted probes were then added to the biotinylated phages at a concentration Ci of 
71.46 ± 1.79 μg mL-1; this concentration Ci was in particular optimized in a previous 
experimental study to allow a total grafting reaction while minimising the free probe excess. 
The mixture was kept under mixing (120 rpm) at room temperature (20°C), for 20 min in the 
dark. This mixture was then purified by HPLC-SEC to eliminate the unfixed probes.  
Profiles (c) and (d) of Figure I.5 correspond to the injection of samples of purified 
biotinylated phages labelled by HRP enzymatic probes in excess in the solution (at a 
concentration of 71.46 ± 1.79 μg mL-1 according to the above protocol, profile c) or in 
insufficient quantity in the solution (at a concentration of 35.30 ± 0.82 μg mL-1, profile d). In 
excess of HRP probes (profile c), a reproducible peak centred on 8.23 ± 0.10 mL was 
obtained. This elution volume corresponded to the total exclusion volume of the column, 
which meant that the purified biotinylated phages labelled by the HRP probes had a high 
molecular weight (≥ 5 kD). The excess of enzymatic probes gave rise of a peak centred on 
15.09 ± 0.07 mL, as shown for enzymatic probes alone (profile b). Notably, the significant 
difference in elution volumes (3.10 ± 0.12 mL) between the purified biotinylated phage peak 
(profile a) and the peak of the purified biotinylated phages labelled by the HRP probes 
(profile c) reflected a significant increase in the molecular weight of the native phages and 
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 ensured the efficiency of the grafting of activated biotin molecules and enzymatic probes thus 
the obtaining of tracers. The purified biotinylated phages labelled by the HRP probes will be 
now named tracers. When the enzymatic probes were introduced in insufficient quantity, the 
obtained chromatogram showed a partial graft of the biotinylated phages (profile (d), 
shouldering of the peak at 8.2 mL). 
The tracer fraction was collected in a sterile glass tube between 7.50 mL and 10.00 mL of 
elution volumes (profile c) and stored in the dark at 4 °C. The enzymatic activity of this 
collected fraction was in particular tested by spectrophotometry (with pyrogallol and 
hydrogen peroxide as enzyme substrate) and confirmed both the presence and the activity of 
the enzymatic probes ensuring thus the good synthesis of the tracers.  
 
The purified tracer fraction collected previously was thereafter purified again under the same 
operating conditions and collected between 7.50 and 10.00 mL, then stored in the dark at 4 °C 
for use. Figure I.6 below shows the chromatograms at 210 nm of a mixture of tracers and 















































Figure I.6. Chromatograms at 210 nm of a mixture of tracers and enzymatic probes in excess (profile 
a) and a purified suspension of tracers (profile b). 
 
According to the previous results, profile (a) of Figure I.6 showed the tracer peak centred on 
8.23 ± 0.10 mL and the peak of enzymatic probes (centred on 15.09 ± 0.07 mL) 
corresponding to the probe excess. Profile (b) showed a single and reproducible peak 
characteristic of the tracers (centred on 8.21 ± 0.11 mL), which allowed to underline the good 
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 mechanical resistance of the tracers (subjected to a pressure of 7.6 bar during their passage 
through the chromatographic column) and their integrity [complement I.1]. It can be noted 
that the area under the tracer peak of profile (b) was smaller than the area under the tracer 
peak of profile (a) due to the dilution introduced by the second purification of the tracers 
collected in profile (a). The second purified tracer fraction was collected in a sterile glass tube 
between 7.50 and 10.00 mL of elution volumes (Figure I.6, profile b), then stored protected 
from light at 4 °C. 
The chromatographic analysis allowed to assess qualitatively the reproducibility of the tracer 
synthesis and purification method for two sets of three tracer batches; each set was made in 
the same conditions from a same batch of native phages and from a same batch of enzymatic 
probes. Figure I.7 shows notably the chromatograms at 210 nm (T1 profiles) of a set of tracers 
obtained according to the protocol described in Annexe I.3 from a batch of native phages (at a 
concentration of 1.85 1013 pfu mL-1, ± 7.0%) and  the chromatograms at 210 nm (T2 profiles) 
of these tracers yet purified once. These results put qualitatively in evidence the 









































Figure I.7. Chromatograms at 210 nm of three tracer batches obtained in the same conditions from the 
same batch of native phages and from the same batch of enzymatic probes, purified once (T1 profiles) 




 b. Size and zeta characterizations of the tracers. 
Figure I.8 shows the correlograms (Figure I.8.a) and size distribution curves (Figure I.8.b) 
related to native phages purified by HPLC-SEC (Figure I.8.a, curves (a) and Figure I.8.b, 
curve 1) and to purified tracers purified once (Figure I.8.a, curves (b) and Figure I.8.b, curve 
2). Details on the correlogram exploitation are given in Annexe I.4. Results were obtained at 







































































































































                                     Figure I.8.a                                                                        Figure I.8.b 
Figure I.8. Correlograms and size distribution profiles relative to native phages purified by HPLC-SEC 
(curves (a) and 1) and to purified tracers (curves (b) and 2). 
 
Both correlograms of the native phages and the tracers showed single small angle slopes 
which put in evidence the unimodality of these different fractions. Moreover, the clean basis 
lines observed in these chromatograms for high times revealed that no aggregation or 
sedimentation occurred in the samples during measurements. The size characterization of the 
tracers showed a spherical monomodal population centered on an average diameter of 64.1 ± 
0.3 nm, which is almost twice the diameter of the purified native phages in the same 
conditions (30.9 ± 0.8 nm). However, the diameter of the tracer remains appropriate for the 
characterization of the virus retention of ultrafiltration or microfiltration systems, as the size 
of pathogenic viruses ranges from 10 to 100 nm [Prescott and al., 1993]. 
 
Zeta potential measures were performed at neutral pH and at 20°C. The zeta potential of the 
tracers was found to be -14.34 ± 1.66 mV, which is nearly the same of the native phages in 
the same conditions (i.e. -14.00 ± 0.05 mV).  
Moreover, a comparison between filtration of the native MS2 phage and the tracer 
suspensions showed the same filtration behaviour [complement I.4].     
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 c. Quantification of the mass of enzymatic probes grafted on the 
phages and determination of the average number of probes grafted 
per phage. 
Tracers were obtained by labelling purified biotinylated phage suspensions with an excess of 
enzymatic probes at a concentration Ci of 71.46 ± 1.79 μg mL-1 (according to the protocol 
described section 4.a.), leading thus to a mixture of tracers and enzymatic probes in excess. 
Two peaks could be distinguished after the HPLC-SEC purification of the mixture of tracers 
and enzymatic probes in excess (Figure I.6, profile a): the tracer peak (exclusion peak) which 
was called T1 and the peak of free enzymatic probes in excess (centred on 15.09 ± 0.07 mL) 
which was named S1. The probes in excess were in particular called free probes in excess in 
opposition to the probes grafted on the phages in the case of the tracers. This part aimed 
firstly to determine the mass mT1total of probes grafted on the phages. This determination was 
carried out by quantifying spectrophotometrically the mass of free probes in excess then 
subtracting this mass to the mass mS0 of probes injected in the column (thus initially mS0 = 
71.46 ± 2.00 μg, as the volume Vinjection of the mixture of tracers and enzymatic probes in 
excess injected in the column was Vinjection = 1.00 mL, ± 0.3%). Figure I.9 shows the 
chromatogram at 210 nm of a mixture of tracers and free probes in excess as well as the 
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Figure I.9. Chromatogram at 210 nm of a mixture of tracers and free probes in excess as well as the 
collected volumes of each peak. 
 
Although the separation efficiency between tracer and free probe peaks (with an average 
separation coefficient < R > = 1.29, ± 0.1%) and the fact that the free probe concentration 
used for the grafting (i.e. Ci = 71.46 ± 1.79 μg mL-1) was optimized, both fractions showed a 
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 less resolved area (between 12.00 and 13.50 mL of elution volumes), where the peaks did not 
return to baseline (Figure I.9). Thus, only a portion of each peak (VcollT1 and VcollS1 
respectively) was collected and quantified; in particular, the collected volumes VcollT1 
(between 7.50 and 10.00 mL) and VcollS1 (between 13.50 and 18.00 mL) were defined so that 
the contamination risk (between the collected fraction of the T1 tracer peak and the collected 
fraction of the S1 free probe peak) was minimal. 
 
Figure I.10 illustrates the detailed methodology used to determine the mass mT1total of probes 
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 Figure I.10. Detailed methodology used to determine the mass mT1total of probes fixed on the phages. 
Curves (b) and (c) are those presented in Figure I.5, respectively related to the enzymatic probe alone 
(at an injected mass of 28.74 ± 0.98 μg) and to a mixture of tracers and free probes in excess. It was 
designated by: 
• Ci the free probe concentration used for the probe labelling, 
• Vinjection the volume of the mixture of tracers and enzymatic probes in excess injected in the column, 
• mS0 the probe mass injected in the column, 
• [S1]collected  the probe concentration in the collected fraction of the S1 peak of free probes in excess, 
• mS1collected the collected mass of free probes in excess, 
• mS1total the total mass of free probes in excess, 
• mS1T1 the mass of free probes in excess in the collected fraction of the T1 tracer peak,  
• rS1 the ratio of the collected area under the S1 peak to the total area under the S1 peak, 
• mT1total the mass of probes grafted on the phages.  
 
In a first step, the concentration [S1]collected of free probes in excess was determined in the 
collected fraction of the S1 peak by a spectrophotometric assay with pyrogallol (as detailed in 
section 3.e.ii.). For this, the specific enzymatic activity kcatPROBEHPLC of the free reconstituted 
probes used for the tracer synthesis was firstly measured, just after passage of the free probes 
through the HPLC column, by spectrophotometry with pyrogallol (according to the protocol 
described in 3.e.ii.2nd). In particular, preliminary studies showed that probe adsorption in the 
column was negligible (as less than 1% of the probes were adsorbed in the column), which 
was confirmed by the fact that there was no significant influence of the injected mass of 
probes on the specific enzymatic activity kcatPROBEHPLC [complement I.5]. The determination 
of the concentration [S1]collected  was thus conducted by spectrophotometric measurements of 
maximal initial purpurogallin production rate on the collected fraction of the S1 peak, 
knowing kcatPROBEHPLC (according to Equation (I.4)). The collected volume VcollS1 of the S1 
peak of free probes in excess being known, the collected mass mS1collected of free probes in 
excess was then accessible.  
mS1collected = [S1]collected . VcollS1                                   Eq. (I.5) 
Then, the rS1 parameter allowed, using the proportionality of the HPLC-SEC area peaks with 
masses, to determine the total mass mS1total of free probes in excess.  
mS1total = mS1collected / rS1                                    Eq. (I.6) 
Measurements of the rS1 parameter took into account that the S1 peak of free probes in 
excess did not return to baseline (Figure I.9). The total area of the S1 peak should thus have 
been measured by the tangent method detailed in section 3.e.i. However, the shape of the peak 
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 of the enzymatic probe alone (Figure I.5, profile b) and especially its spread to the low elution 
volumes demonstrated that such an approach was inappropriate because it neglected a non 
negligible area portion (around 14%). The rS1 parameter was thus measured from the direct 
integration of the chromatograms of free probes injected into masses neighbouring the mS1total 
mass (the difference in mass not exceeding 15%): in Figure I.10, curves (b) and (c) are in fact 
almost superposed around 15.0 mL of elution volumes.   
In a second step, the total mass mT1total of probes fixed on the phages was calculated by 
subtracting the total mass mS1total of free probes in excess to the mass mS0 of probes initially 
injected.  
mT1total = mS0 - mS1total                                          Eq. (I.7) 
 
The values of the parameters required for the determination of the total mass mT1total of fixed 
probes are summarized in the Table I.1 below. 
 
Table I.1. Parameters required for the determination of the total mass mT1total of fixed probes. 
Probe concentration used for the tracer synthesis Ci (μg mL-1) 71.46 ± 1.79 
 Volume of sample injected in the column Vinjection (mL) 1.00 (± 0.3%)
Mass of probes initially injected in the column  mS0 (μg) 71.46 ± 2.00 
Collected volume of the S1 peak of free probes  VcollS1 (mL) 4.50 (± 0.6%)
Collected volume of the T1 tracer peak  VcollT1 (mL) 2.50 (± 0.6%)
Specific enzymatic activity of the probes used for the tracer 
synthesis, measured after passage through the column. 
kcatPROBEHPLC  
(min-1) 
4.76 104  
± 0.10 104 
Ratio of the S1 peak collected area to the total S1 peak area rS1 (-) 0.64 (± 2.2%)
 
Table I.2 shows the total masses mT1total of fixed probes as well as the intermediate masses 
allowing them to be obtained, for three batches of tracers made in the same synthesis 
conditions (as described in section 4.a. and Annexe I.3) from the same native phage 
suspension (at 1.85 1013 pfu mL-1, ± 7.0%) and from the same batch of enzymatic probes. 
Tracer concentrations CT in the mixtures of tracers and free probes in excess, expressed in pfu 
equivalent (eq. pfu mL-1), are also given. These CT concentrations were the concentrations of 
the purified biotinylated phages used for the probe labelling as the dilution induced by the 
probe labelling was negligible.  
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 Table I.2. Total masses mT1total of grafted probes, collected after one purification by HPLC-SEC, for 
three batches of tracers made from the same native phage suspension, in the same synthesis 
conditions. Tracer concentrations CT expressed in pfu equivalent (eq. pfu mL-1) are also given. 
 Batch 1 Batch 2 Batch 3 
CT (eq. pfu mL-1) 2.70 ± 0.30 1012 2.78 ± 0.31 1012 2.77 ± 0.31 1012 
mS0 (μg) 71.46 ± 2.00  71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 
mS1collected (μg) 20.88 ± 0.79 21.20 ± 0.63 20.52 ± 0.75 
mS1total (μg) 32.66 ± 1.91 33.15 ± 1.68 32.09 ± 1.85 
mT1total (μg) 38.80 ± 3.91 38.31 ± 3.68 39.37 ± 3.85 
 
In conclusion, the adopted methodology gave access to the average total mass <mT1total> of 
fixed probes in the mixtures of tracers and free probes in excess to purify (38.83 ± 4.34 μg), 
which represented 54.3% of the total mass mS0 of probes initially introduced in the column 
(71.46 ± 2.00 μg). This result expresses notably the efficiency of the grafting and confirms the 
fact that using a two-fold lower mass of probes for the grafting reaction (35.30 ± 0.82 μg) 
lead to a probe lack (Figure I.5, curve (d)). Moreover, the results of Table I.2 allowed to 
answer quantitatively on the good reproducibility of the developed tracer synthesis protocol.  
 
From this result, the average number of probes fixed per phage was also accessible. 
According to the provider data, the average molecular weight Mprobe of the enzymatic probes 
used for the tracer synthesis was 140 kD. Thus the average total mass <mT1total> of fixed 
probes corresponded to an average number <N> of fixed probe molecules: <N> = 1.67 1014 
molecules (± 14.3%).  
Table I.3 summarizes the average concentrations, expressed in pfu equivalent (eq. pfu mL-1), 
of each specie involved in the production of the studied tracer batches made from the same 
native phage suspension (at a concentration of 1.85 1013 pfu mL-1, ± 7.0%), as well as the 
collected volumes. The measure of the peak areas (see section 3.e.i) allowed indeed to 
quantify the collected quantity of each specie involved in the tracer production (i.e. 
biotinylated phages and tracers) expressed in pfu equivalent (eq. pfu) and thus the associated 






 Table I.3. Average concentrations (eq. pfu mL-1) of each specie involved in the production of the 
studied tracer batches made from the same native phage suspension (at a concentration of 1.85 1013 
pfu mL-1, ±  7.0%), as well as the collected volumes. 
Species Collected volumes (mL) Concentrations (eq. pfu mL-1)
Biotinylated phages 4.50 (± 0.6%) < CT > = 2.75 1012 (± 9.8%) 
Tracers (first purification) 2.50 (± 0.6%) < CT1> = 9.32 1011 (± 12.6%)
 
The average quantity <Q> of tracers in the mixtures of tracers and free probes in excess to 
purify, expressed in pfu equivalent, was thus known from the average concentration of 
biotinylated phages used for the probe labelling (2.75 ± 0.34 1012 eq. pfu mL-1, Table I.3) and 
the injection volume Vinjection (as the dilution induced by the probe labelling was negligible). 
In this way, the average quantity <Q> was 2.75 1012 eq. pfu (± 10.1%). The average number 
<Nb> of fixed probes per phage was consequently deduced by dividing <N> by <Q>, thus     
<Nb> = 61 ± 18; which corresponds to almost a third occupation of the grafting sites available 
on the phage capsid [Lin and al., 1967]. It could be noticed that the average number of probes 
grafted per phage depends on the concentration of the native phage stock suspension used for 
the labelling [complement I.6]. 
 
d. Determination of the average tracer molecular weight. 
The determination of the average number <Nb> of fixed probes per phage allowed to assess 
the average molecular weight MW of the tracers. Let Mphage be the average molecular weight 
of the phages (3600 kD according to [Kuzmanovic, 2003]), Mprobe the average molecular 
weight of the enzymatic probes used for the tracer synthesis (140 kD according to the 
provider data), <Nb> the average number of fixed probes per phage (61 ± 18 according to 
section 4.c.). Neglecting the part of the activated biotin in the tracer molecular weight (which 
represents less than 1%), it comes:  
MW = Mphage + <Nb>. Mprobe                                       Eq. (I.8) 
i.e. MW = 12 140 kD (± 30.1%). 
In this case, the average molecular weight of the tracers was thus nearly 3.5 times that of the 
native phages but nevertheless remained appropriate for the characterization of the virus 
retention of ultrafiltration or microfiltration systems, as the molecular weight of pathogenic 
viruses currently ranges from 1000 kD to 30 000 kD [Prescott and al., 1993] (and can reach 
until 250 000 kD).   
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 e. Determination of the external porosity of the tracers. 
Native phage and tracers can be considered similar to spheres full of water, with a respective 
diameter dphage (30.9 ± 0.8 nm) and dtraceur (64.1 ± 0.3 nm). The average external volume of 
the tracers (Vexternal) was defined thus as the difference between the apparent tracer volume to 
the apparent phage volume: 
Vexternal = 4 π (dtraceur3 - dphage3) /24                                   Eq. (I.9) 
Vexternal = 1.23 ± 0.11 10-22 m3 
Moreover, the average mass mprobe/tracer (kg) of grafted probes surrounding the tracer was: 
 mprobe/tracer = <mT1total >/ <Q>                                       Eq. (I.10)  
mprobe/tracer = 1.42 ± 0.28 10-20 kg  
Where: 
 <mT1total > (kg) was the average total mass of grafted probes in the mixtures of tracers and 
free probes in excess, determined in section 4.c, 
<Q> (eq. pfu) was the average quantity of tracers in the mixtures of tracers and free probes in 
excess to purify, determined in section 4.c. 
                         
Assuming that the density ρprobe of the probes dissolved in water was the same as the density 
of, the average volume Vprobe (m3) of grafted probes surrounding a tracer was thus accessible:   
Vprobe = mprobe/tracer / ρprobe                                                               Eq. (I.11)  
Vprobe  = 1.42 ± 0.28 10-23 m3 
Where:  
ρprobe (kg m-3) was the density of probes in water (ρprobes = 1.0 kg m-3).  
 
And the mean volume fraction β (%) occupied by the grafted probes in the total external 
tracer volume was defined as: 
β = Vprobe / Vexternal * 100                                         Eq. (I.12) 
β = 11.5 ± 3.3  %. 
And the average external porosity ε (-) of the tracer was then deduced from β according to:  
 ε = 1- α /100                                                  Eq. (I.13) 
ε = 0.885 ± 0.255  
 
The external probe layer on the surface of the tracer was thus very porous, which could 
explain the fact that the zeta potential of the tracer was close to that of the native phage. 
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 f. Determination of the purity level of the tracer fraction obtained 
after one purification step. 
Tracer use requires a high purity level of the produced tracer suspensions. This section aimed 
thus to quantify the eventual presence of free probes in the T1 tracer fraction collected after 
one HPLC-SEC purification, in order to determine the purity level of this fraction. Figure I.11 
below illustrates the methodology used to access to the mass mS1T1 of free probes in the 
collected T1 tracer fraction and to the mass mT1collected of fixed probes in the same collected 
T1 tracer fraction. This methodology extended the one put into application in section 4.c. 
(Figure I.10). 
1
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mi : probe mass 
introduced for the 
probe labelling reaction
∗ mT1total = mS0 - mS1total
∗ mT1collected = mT1total. rT1
HPLC-SEC
S1T1
mS0 : injected probe mass
mS0 = Ci*Vinjection
2
∗ [S1]collected : quantified by plate reader with pyrogallol  (kcatSONDEHPLC)
mS1collected = [S1]collected. VcollS1
mS1total = mS1collected / rS1
∗ mS1T1 = mS1total. rS1T1
Purification
rS1T1 : + +/ ( ) See Figure 6  
Figure I.11. Methodology used to access to the masses of free and fixed probes in the collected T1 
tracer fraction (respectively mS1T1 and mT1collected).  
The rS1T1 parameter was defined as the ratio of the area portion under the S1 peak intersecting the 
collected T1 tracer fraction to the total area under the S1 peak (Figure I.10). 
The rT1 parameter was defined as the ratio of the collected area under the T1 peak over the total area 
under the T1 peak (Figure I.10). 
 
The determination of the mass mT1collected was carried out by pondering the total mass mT1total 
of fixed probes (found in section 4.c.) by the parameter rT1. Indeed, only a portion of the T1 
tracer peak was collected to limit the contamination the T1 tracer peak by the S1 peak of free 
probes in excess (Figure I.10); the collected volume being VcollT1 = 2.50 mL (± 0.6%). In 
particular, the determination of the rT1 parameter was performed by measuring the total area 
under the T1 tracer peak by the tangent method described in section 3.e.i.   
mT1collected = mT1total . rT1                                             Eq. (I.14) 
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 The finding of the mass mS1T1 was carried out for its part by pondering the total mass 
mS1total of free probes in excess (determined in section 4.c.) by the parameter rS1T1.  
mS1T1 = mS1total . rS1T1                                            Eq. (I.15) 
Due to the spreading of the probe peak towards the low elution volumes (Figure I.10, curve 
(b)), the parameter rS1T1 was measured in the same way as for the parameter rS1 (see 4.c.). 
In this particular case, the mean value <rS1T1> of the parameter rS1T1 was <rS1T1> =  9.21 
10-2, ± 2.7%. 
 
Table I.4 below gives the masses of free and fixed probes (respectively mS1T1and 
mT1collected) present in the T1 tracer fractions collected after one HPLC-SEC purification, for 
three tracer batches obtained in the same synthesis conditions from the same native phage 
suspension and from the same batch of enzymatic probes.  
 
Table I.4. Masses of free and fixed probes (respectively mS1T1 and mT1collected) in the T1 tracer 
fractions collected after one HPLC-SEC purification, for three tracer batches obtained from the same 
native phage suspension, in the same synthesis conditions.  
 Batch  1 Batch 2 Batch 3 
mS0 (μg) 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 
mT1total (μg) 38.80 ± 3.91 38.31 ± 3.68 39.37 ± 3.85 
rT1 (-) 0.866 ± 0.016 0.839 ± 0.016 0.837 ± 0.016 
mT1collected (μg) 33.60 ± 4.03 32.14 ± 3.70 32.95 ± 3.85 
    
mS1total (μg) 32.66 ± 1.91 33.15 ± 1.68 32.09 ± 1.85 
mS1T1 (μg) 3.01 ± 0.26 3.05 ± 0.24 2.96 ± 0.25 
    
mS1T1/(mS1T1 + mT1collected) (%) 8.2  ± 1.7 8.7 ± 1.7 8.2 ± 1.7 
 
Results of Table I.4 above allowed to put in evidence that the T1 tracer fractions collected 
after one HPLC-SEC purification contained an average of 8.4% of free probes over the total 
probe mass (free and fixed ones). This non negligible portion of free probes is problematic for 
the tracer use. Consequently, subsequent purifications of the collected T1 tracer fractions by 




 g. Improved purification of the  tracers.   
In this part, the T1 tracer fractions previously collected were purified once or two times more 
by HPLC-SEC. The objective of this part was to determine, by the same quantitative method 
used in the precedent section, the purity level of the tracer fractions collected after two or 
three successive purifications by HPLC-SEC. Figure I.12 below illustrates the fractions 
involved in each purification step as well as the chromatograms at 210 nm of a mixture of 
tracers and free probes in excess (curve 1), of this tracer suspension purified once (curve 2) 





























Si peak of free probes                                        
T1 tracer 
peak Collected volume of the Si peak (VcollSi)





































Ti : Tracer peak obtained after the ith purification






























































Figure I.12. Fractions involved in three successive purifications as well as the chromatograms at     
210 nm of a mixture of tracers and free probes in excess (curve 1), of this tracer suspension purified 
once   (curve 2) and this tracer suspension purified twice (curve 3). 
 
For each purification stage, two peaks were still distinguished and collected (Figure I.12): the 
Ti tracer peak (where i designates the ith purification) and the Si peak of free probes even if no 
S2 or S3 peaks were observed.. These were always the same volumes VcollTi of the Ti peaks 
(between 7.50 and 10.00 mL of elution volumes) and VcollSi of the Si peaks (between 13.50 
and 18.00 mL) that were collected at each purification step. Moreover, the specific enzymatic 
activity of the free probes, collected at each purification stage, was considered to be 
kcatSONDEHPLC (previously measured in section 4.c.), where kcatSONDEHPLC was the specific 
enzymatic activity of the free reconstituted probes used for the tracer synthesis, after passage 
through the column (in this study, kcatSONDEHPLC = 4.76 ± 0.10 104 min-1). In order to 
minimize the eventual influence of time on the specific enzymatic activity of the free probes 
collected during the purifications, purifications were thus carried out successively without 
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 interruption (on a half-day) and enzymatic assays were performed as soon as the collects were 
made; moreover, the collects were conducted in glass tubes to limit probe adsorption 
phenomena and the collected fractions were stored protected from light at 4 °C for analysis. 
 
Figure I.13 below illustrates the used methodology to access to the masses of free and fixed 
probes (respectively mSiTi and mTicollected, where i designates the ith purification) present in 
the Ti tracer fractions, collected during the three successive purifications. 
« Worst case » hypothesis :   
The rS2 parameter, analogue to the rS1 
parameter (see step 1), was not reachable. It 
was thus assumed that all the non-collected 
free probes were contained in the collected 




∗ [S2]collected : quantified by plate reader with  pyrogallol (kcatSONDEHPLC) 
mS2collected = [S2]collected. VcollSi 
∗ Worst case hypothesis: 
mS2T2 = mS1T1injected – mS2collected  
Biotinylated      
MS2 phages 





mi : probe mass 
introduced for the 
probe labelling reaction
∗ [S1]collected : quantified by plate reader with  pyrogallol (kcatSONDEHPLC) 
mS1collected = [S1]collected. VcollSi 
mS1total = mS1collected / rS1 
∗ mS1T1 = mS1total. rS1T1 
∗ mT2collected = mT1injected. rT2 
[T2]collected = mT2collected / VcollTi 
∗ [S2T2]= mS2T2 / VcollTi 
∗ mT1total = mS0 - mS1total 
mT1collected = mT1total. rT1 
[T1]collected = mT1collected / VcollTi 




mT1injected = [T1]collected. Vinjection 
mS1T1injected = [S1T1].Vinjection
mT2injected = [T2]collected. Vinjection 
mS2T2injected = [S2T2]. Vinjection 
HPLC-SEC
S3T3 
∗ [S3]collected : quantified by plate reader with  pyrogallol (kcatSONDEHPLC)
mS3collected = [S3]collected. VcollSi 
∗ Worst case hypothesis: 
mS3T3 = mS2T2injected – mS3collected  
∗ mT3collected = mT2injected. rT3 
[T3]collected = mT3collected  / VcollTi 
∗ [S3T3]= mS3T3 / VcollTi 
HPLC-SEC 
mS0 : injected probe mass 











Figure I.13. Methodology used to access to the masses of free and fixed probes present in the Ti 
tracer fractions (where i designates the ith purification), collected during the three successive 
purifications. The associated nomenclature is given below: 
 
[Si] collected : Probe concentration in the collected fraction of the Si peak of free probes (i th purification), 
mSi collected : Collected mass of free probes (i th purification), 
rSi = Collected area under the Si peak / Total area under the Si peak (i th purification), 
mSi total : Total mass of free probes (i th purification). 
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 mSiTi : Mass of free probes in the collected Ti tracer fraction (i th purification), 
rSiTi = Area portion under the Si peak intersecting the collected Ti fraction / Total area under the Si peak 
mSiTi injected : Mass of free probes injected in the column for the  (i+1)th purification  
 
mTi total : Total mass of fixed probes (i th purification), 
mTi collected : Collected mass of fixed probes (i th purification), 
rTi = Collected area under the Ti peak / Total area under the Ti peak (i th purification). 
mTi injected : Mass of fixed probes injected in the column for the (i+1)th purification 
 
• Quantification of the masses mT1injected of fixed probes and mS1T1injected of free probes, 
injected in the column for the second tracer purification (step 3): 
Steps 1 and 2 of the methodology presented above were applied in the previous sections 4.c. / 
4.f. and allowed to access to the masses mT1collected of fixed probes and mS1T1 of free probes 
in the collected T1 tracer fraction. Knowing the collected volume VcollTi of the T1 tracer peak 
(i.e. 2.50 mL, ± 0.6%), the concentrations [T1]collected of fixed probes and [S1T1] of free 
probes, in the collected T1 tracer fraction, were also accessible.  
[T1]collected = mT1collected / VcollTi                                              Eq. (I.16) 
[S1T1] = mS1T1 / VcollTi                                                                             Eq. (I.17) 
From the knowledge of the concentrations [T1]collected and [S1T1], as well as the injection 
volume Vinjection (i.e. 1.00 mL, ± 0.3%), the masses mT1injected of fixed probes and 
mS1T1injected of free probes, injected in the column for the second purification, were 
consequently known in step 3. 
mT1injected = [T1]collected . Vinjection                                            Eq. (I.18) 
mS1T1injected = [S1T1] . Vinjection                                                                          Eq. (I.19) 
 
• Quantification of the masses mS2T2 of free probes and mT2collected of fixed probes, in the 
T2 tracer fraction collected after the second purification (steps 4 and 5):  
In step 4, the concentration [S2]collected of free probes was determined in the S2 free probe 
fraction, collected after the second purification, by a spectrophotometric assay with pyrogallol 
(knowing the specific enzymatic activity kcatPROBEHPLC of the free reconstituted probes used 
for the tracer synthesis, after passage through the column). Knowing the collected volume 
VcollSi of the S2 peak of free probes (i.e. 4.50 mL, ± 0.6%), the collected mass mS2collected of 
free probes was thus accessible.  
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 In this case, the rS2 parameter (similar to the rS1 parameter: see section 4.c.) could no longer 
be deduced from the chromatographic analysis because the free probe mass  mS2collected was 
too small to have a significant chromatographic signal (i.e. to observe a probe peak) and thus 
to measure peak areas. Consequently, the "worst case" assumption was made: in other words, 
it was assumed that all the free probes that were not collected (i.e. [(mS1T1)injected - 
mS2collected]) were contained in the collected T2 tracer fraction. It came thus:  
mS2T2 = (mS1T1)injected – mS2collected                              Eq. (I.20) 
In step 5, the mass mT2collected of fixed probes in the collected T2 tracer fraction was deduced 
from the total mass of fixed probes injected in the column (i.e. mT1injected), pondering it by the 
rT2 factor (analogous to the rT1 parameter defined in section 4.c.). 
mT2collected = mT1injected . rT2                                          Eq. (I.21) 
 
• Quantification of the masses mT2injected of fixed probes and mS2T2injected of free probes, 
injected in the column for the third tracer purification (step 6): 
The masses mT2injected of grafted probes and mS2T2injected of free probes injected in the 
column for the third tracer purification were quantified similarly to the quantification of the 
masses mT1injected of grafted probes and mS1T1injected of free probes injected in the column for 
the second tracer purification (see step 3). 
 
• Quantification of the masses mS3T3 of free probes and mT3collected of fixed probes, in the 
T3 tracer fraction collected after the third purification (steps 7 and 8): 
The methodology adopted to quantify the masses mS3T3 of free probes and mT3collected of 
fixed probes, in the T3 tracer fraction collected after the third purification, was the same as 
the one followed for the second purification (see steps 4 and 5). 
 
Table I.5 below gives the masses mTicollected of fixed probes and mSiTi of free probes in the Ti 
tracer fractions, collected after one, two or three successive purifications (where i designates 
the ith purification), as well as the collected mass of free probes mSicollected, for the three 
studied batches of tracers made in the same synthesis conditions (as described in section 4.a) 
from the same native phage suspension (at a concentration of 1.85 1013 pfu mL-1, ± 7.0%) and 
from the same batch of enzymatic probes. The results presented for the first purification are 
those obtained in the previous section 4.f. The rT2 and rT3 parameters were determined by a 
direct integration of the areas of interest. The intermediate masses and the rTi parameters that 
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 allowed to access to the masses mTicollected and mSiTi are given in Annexe I.5. A checkout of 
the probe mass balance was also performed at each purification step (see Annexe I.5).  
 
Table I.5. Masses mTicollected of fixed probes and mSiTi of free probes in the Ti tracer fractions, 
collected after one, two and three successive purifications (where i designates the ith purification), as 
well as the collected mass of free probes mSicollected, for the three studied batches of tracers made  in 
the same synthesis conditions, from the same native phage suspension and from he same batch of 
enzymatic probes.  
 Batch  1 Batch 2 Batch 3 
mS0 (μg) 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 
First purification 
mS1collected (μg) 20.88 ± 0.79 21.20 ± 0.63 20.52 ± 0.75 
mS1T1 (μg) 3.01 ± 0.26 3.05 ± 0.24 2.96 ± 0.25 
mT1collected (μg) 33.60 ± 4.03 32.14 ± 3.70 32.95 ± 3.85 
mS1T1/(mS1T1 + mT1collected) (%) 8.2  ± 1.7 8.7 ± 1.7 8.2 ± 1.7 
Second purification 
mS2collected (ng) 708.93 ± 28.92 703.17 ± 31.92 602.55 ± 21.45 
mS2T2 (ng) 494.32 ± 87.15 518.24 ± 71.52 579.96 ± 90.88 
mT2collected (μg) 12.37 ± 1.73 11.71 ± 1.58 11.75 ± 1.61 
mS2T2/(mS2T2 + mT2collected) (%) 3.8 ± 1.2 4.2 ± 1.2 4.7 ± 1.4 
Third purification 
mS3collected (ng) 106.88 ± 6.93 110.03 ± 4.82  
mS3T3 (ng) 90.85 ± 27.93 97.27 ± 23.79  
mT3collected (μg) 4.54 ± 0.71 4.22 ± 0.64  
mS3T3/(mS3T3 + mT3collected) (%) 2.0 ± 0.9 2.3 ± 0.9  
 
The results of Table I.5 confirmed the good reproducibility of the tracer synthesis protocol 
and showed a net decrease of the free probe proportions in the collected fractions of the T2 
and T3 tracer peaks (with 4.2% on average in the collected T2 fraction and 2.2% on average 
in the collected T3 fraction, i.e. almost a two-fold reduction of the free probe proportions at 
each new purification; the free probe proportions being overestimated by the “worst case” 
assumption). In this context, the purification of the tracers were made twice at a minimum (T2 
tracers). The determination of the specific enzymatic activities of the fixed probes in the 
collected fractions of the T2 and T3 tracer peaks allowed notably to choose the tracer fraction 
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 of interest between the collected T2 tracer fraction and the T3 one (see section 4.h.). It could 
be noticed that the tracer collects should also be conducted on smaller volumes in order to 
further minimise free probe parts in the collected tracer fractions and use the T1 tracer 
fraction.  
 
h. Determination of the specific enzymatic activity kcatTRACER of the 
fixed probes (i.e. the tracer probes) and choice of the tracer 
fraction of interest. 
Each collected tracer fraction (containing the grafted probes and free probes) was analyzed by 
maximal initial rate experiments (detailed in section 3.e.iii.). The composition of the analyzed 
tracer fraction (i.e. both the mass of grafted and free probes) was known at the moment of the 
measurements (Table I.5). Knowing the sample volumes, all concentrations of grafted and 
free probes, respectively [ProbeTRACER] (mol L-1) and [ProbeFREE] (mol L-1), were determined 
in the spectrophotometric wells. The total probe concentration in the wells was between 3.00 
± 0.02 10-10 mol L-1 and 6.00 10-9 ± 0.04 mol L-1. 
For each tested tracer concentration, the global maximal initial production rate of 
purpurogallin Vi maxGLOBAL (mol L-1 min-1) was measured spectrophotometrically. As the 
substrate and the electron donor were operated in large excess for the enzymatic probes either 
free or grafted, the measured global maximal initial production rate of purpurogallin 
Vi,maxGLOBAL (mol L-1 min-1) was written: 
Vi maxGLOBAL = Vi maxTRACER  + Vi maxFREE                       Eq. (22) 
Where: 
Vi maxTRACER (mol L-1 min-1) was the maximal initial production rate due to the tracers and 
Vi maxFREE (mol L-1 min-1) was the maximal initial production rate due to the free probes. 
 
Vi maxFREE was obtained according to Equation (23) knowing the corresponding concentrations 
of free probes [ProbeFREE] (mol L-1) in the wells and the specific enzymatic activity 
kcatPROBEHPLC (min-1) of the free probes (measured previously). 
Vi maxFREE = [ProbeFREE]. kcatPROBEHPLC                                 Eq. (23)        
 
The specific enzymatic activity kcatTRACER (min-1) of the tracers was the slope of the 
regression line obtained by plotting the VimaxTRACER rates versus the corresponding 
concentrations of grafted probes [ProbeTRACER] (mol L-1) (and cutting the X-axe at zero).   
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 Table I.6 summarizes the average specific enzymatic activity <kcatTRACERi> (min-1) of the 
tracers obtained over the three tracer batches studied and the associated mean linear 
regression coefficient <R2>. Average tracer concentrations CTi in the collected Ti tracer 
fractions are also given,  expressed either in grafted probe equivalent (eq. μg mL-1) or in pfu 
equivalent (eq. pfu mL-1). 
 
Table 2. Average specific enzymatic activity <kcatTRACERi> (min-1) of the tracers in the collected Ti 
tracer fractions. Average tracer concentrations CTi in the collected Ti tracer fractions are also given in 
pfu equivalent and grafted probes equivalent.   
ith purification step i = 1 i = 2 i = 3 
<CTi> (eq. pfu mL-1) 9.32 ± 1.17 1011 3.38 ± 0.49 1011 1.24 ± 0.20 1011 
<CTi> (eq. μg mL-1) 13.16 ± 1.92 4.78 ± 0.83 1.75 ± 0.37 
<kcatTRACERi> (min-1) 
3.59 ± 0.91  104 
<R²> = 0.9931 
2.93 ± 0.78  104 
<R²> = 0.9923 
1.73 ± 0.56 104 
<R²> = 0.9858 
< λi > (%) 91.6 ± 2.0 95.8 ± 1.7 97.8 ± 1.1 
 
The results in Table I.6 show that the specific enzymatic activities kcatTRACERi of the tracers 
were of the same order of magnitude as the specific enzymatic activity kcatPROBEHPLC of the 
free probes (with kcatPROBEHPLC = 4.76 ± 0.10 104 min-1), i.e. about 104 min-1. Moreover, quite 
good reproducibility was observed for each purification step over the kcatTRACERi values 
obtained with a mean standard deviation of 11 ± 1 %. Standard errors given in Table I.6 on 
the average <kcatTRACERi> values are composed of the standard deviations cumulated with the 
standard errors on the different entities involved in the kcatTRACERi determination.           
More precisely, Table I.6 shows that the average specific enzymatic activity <kcatTRACER1> of 
the grafted probes in the collected T1 tracer fraction (<kcatTRACER1> = 3.59 ± 0.91 104 min-1) 
was significantly lower (25%) than that of the free ones, kcatPROBEHPLC. This result could be 
explained by the probe grafting itself and/or by the fact that the passage through the HPLC-
SEC system is more aggressive for probes grafted on the phage particles than for free probes.     
Table I.6 also shows that the average specific enzymatic activity <kcatTRACER2> of the grafted 
probes in the collected T2 tracer fraction (<kcatTRACER2> = 2.93 ± 0.78 104 min-1) was 18% 
lower than the average specific activity <kcatTRACER1> of the grafted probes in the collected 
T1 tracer fraction, reflecting a significant loss of activity. The average enzymatic activity 
<kcatTRACER3> of the grafted probes in the collected T3 tracer fraction (<kcatTRACER3> = 1.73 
± 0.56 104 min- 1) was more strongly decreased (by 41% compared to <kcatTRACER2>). A loss 
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of tracer activity was thus observed for each new HPLC-SEC purification and this loss was 
greater when two successive purifications were performed. The passage through the 
chromatographic column thus appears to be aggressive for the probes grafted on the 
bacteriophages, leading to a possible modification of the physical structure of the probe active 
site. 
 
In conclusion, when the tracer volume was collected between 7.50 and 10.00 mL of elution 
volumes (i.e. a collected volume of 2.50 mL ± 0.6%), the T2 tracer fraction appeared to be the 
tracer fraction of interest because it satisfied criteria of purity (in relation to the elimination of 
the free probes in excess, Table I.5) and criteria of efficiency of the specific enzymatic 
activity of the grafted probes (Table I.6). In this context, the purification of the tracers will be 
done only twice (T2 tracer fraction). It is noteworthy that tracers should be used the day of 
their synthesis [complement I.7].  
 5. Conclusion 
In this study, a new biosynthetic tracer synthesized to allow fast determination of its 
concentration by simple analytical methods was characterized. This new tracer, an MS2 
bacteriophage modified by the grafting of enzymatic probes on its surface, was designed for 
the inline determination of the retention dynamics of membrane systems used for disinfection.  
As a preliminary grafting step, activated biotin molecules, with an average molecular weight 
of 0.56 kD, were used to establish covalent bonds with the primary amine groups of the 
proteins forming the phage outer shell (or capsid). Then, the enzymatic probes were fixed on 
these biotin molecules. In particular, the used enzymatic probes were Neutravidin-HRP 
conjugates, with an average molecular weight of 140 kD, where the enzymatic entities (i.e. 
HRP enzymes) were covalently linked to a support protein (i.e. the neutravidin). The 
interaction between biotin and neutravidin is particularly strong and highly specific (with an 
association constant Ka = 1015), making it comparable to a covalent bond on wide ranges of 
pH and temperatures. For each labelling step, reactive agents (i.e. biotin and enzymatic 
probes) were introduced in large excess and a purification of the unlabelled reactive agent was 
performed by High Performance Liquid Chromatography by Size Exclusion (HPLC-SEC), 
which was a key point of this study.  
A chromatographic analysis coupled to a qualitative enzymatic test allowed, in a first stage, to 
qualitatively highlight the obtaining of the tracers. The repeated passage of the tracers in the 
chromatographic column put also in evidence their mechanical resistance (for pressure up to 
7.6 bar). A size characterisation of these new tracers allowed to conclude to a spherical 
monomodal distribution of the tracers, with an average diameter of 64.1 ± 0.3 nm, which was 
included in the size range of pathogenic viruses (from 10 to 100 nm). Other physical 
properties of the tracers were investigated. Notably, the average tracer molecular weight was 
found to be 12 140 ± 3654 kD, which was included in the molecular weight range of 
pathogenic viruses (from 1000 to 30 000 kD). The tracer surface was characterized. The probe 
layer grafted on the phages appeared to be very porous as the volume occupied by the grafted 
enzymatic probes represented 12 % on average of the total external volume of the tracers. The 
zeta potential of the tracers at neutral pH and at 20°C was found to be – 14.34 ± 1.66 mV, 
which is nearly the same as that of native phages in the same conditions (i.e. - 14.00 ± 0.05 
mV) due probably to the high porosity of the tracer probe layer.  
Moreover, a quantitative enzymatic characterization of these tracers by spectrophotometry, 
coupled to the area measurement of the obtained chromatograms, quantitatively demonstrated 
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 the good reproducibility of the synthesis and purification protocol as well as the efficiency of 
the probe grafting (with an average number of enzymatic probes fixed per phage found to be 
61 ± 18). In this study, tracers were collected after two successive HPLC-SEC purifications as 
these tracers (referred as T2 tracers) appeared to combine criteria of purity (in relation to the 
elimination of the free enzymatic probes) and criteria of efficiency of the specific enzymatic 
activity of their fixed probes. In particular, the average specific enzymatic activity 
<kcatTRACER2> of the fixed probes in the T2 tracer fraction purified twice was found to be 
<kcatTRACER2> = 2.93 ± 0.78 104 min-1. The quantitative charaterization allowed also to 
quantify the average tracer concentration in the tracer volume collected after two purifications 
(i.e. 2.50 mL, ± 0.6%) expressed either in pfu equivalent (i.e. 3.38 ± 0.49 1011 eq. pfu mL-1) 
or in mass concentration of grafted probes (i.e. 4.78 ± 0.83 eq. μg mL-1).  
It can be noticed that the purity level of the produced tracer suspensions and the specific 
enzymatic activity of the tracer probes (i.e. fixed on the phages) could be notably improved by 
collecting smaller amounts of tracers (which would further minimise free probe proportions in 
the tracer fractions collected after one purification, thus avoiding a second purification of the 
tracers that was detrimental to the enzymatic activity).        
The major interest of such a new tracer lies thus on its capacity to be directly detected in 
solution through the enzymatic activity induced by its enzymatic probes (which also increases 
the measured signals by comparison to conventional chromogenic or fluorigenic probes). This 
enzymatic activity can be detected either by spectrophotometry, fluorometry or amperometry. 
The development of an amperometric method that can be applied inline for detection of this 
new tracer constituted another study of this research project [Soussan(a) and al., 2009].  
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 Le Chapitre II porte sur la méthode de détection des traceurs mis au point et caractérisés au 
Chapitre I. L’entité enzymatique des sondes enzymatique des sondes greffées, à savoir 
l’enzyme HRP, catalyse de manière irréversible et en présence de son substrat (i.e. le 
peroxyde d’hydrogène) la réaction d’oxydation d’un donneur d’électrons R en sa forme 
oxydée O. Cette réaction admet de nombreux donneurs d’électrons. En particulier, le donneur 
d’électrons, en plus d’être oxydable, peut être chromogène et/ou fluorigène. L’activité 
enzymatique des sondes enzymatiques des traceurs peut donc être détectée/quantifiée par 
spectrophotométrie, fluorimétrie ou ampérométrie. La voie ampérométrique a été retenue dans 
cette étude pour sa plus grande sensibilité (c’est-à-dire pour sa capacité à quantifier de plus 
faibles concentrations) et pour sa capacité à analyser de grands volumes. En particulier, cette 
technique nécessite moins de 10 min d’analyse et permet d’analyser, à l’échelle du 
laboratoire, de larges volumes (de 1 à 30 mL) comparativement aux méthodes de 
quantification des phages natifs les plus rapides. D’autre part, la technique ampérométrique 
peut être appliquée en ligne en utilisant une cellule ampérométrique à écoulement. Cependant, 
une cellule ampérométrique classique nécessitant un échantillonnage batch a été préférée dans 
cette étude afin de diminuer dans un premier temps les paramètres du système de mesure.  
Cette cellule est classiquement composée d’une électrode de travail à disque tournant (appelée 
EDT), d’une électrode de référence et d’une contre-électrode de platine. Le principe de la 
mesure ampérométrique est exposé ci-après. Lorsque les traceurs sont mis en présence de 
donneur d’électrons R et de peroxyde d’hydrogène (introduits en fort excès pour permettre un 
fonctionnement à saturation des enzymes HRP greffées), le donneur R est oxydé en donneur 
oxydé O sous l’action des sondes enzymatiques greffées. Simultanément, une fraction infime 
(≤ 1%) de donneur oxydé O diffuse vers l’EDT et l’application d’une tension de polarisation 
Vp, inférieure au potentiel d’équilibre du couple oxydo-réducteur O/R, permet la réduction du 
donneur oxydé O arrivé au voisinage de l’EDT en donneur R, générant ainsi un courant de 
réduction I négatif et proportionnel à la concentration en donneur oxydé O en solution. Ce 
courant de réduction I produit est mesuré au cours du temps et décroît de manière linéaire. La 
pente de la régression linéaire donnant le courant I en fonction du temps est directement 
proportionnelle à la vitesse de production de donneur oxydé O en solution, donc à la quantité 
totale d’enzymes greffées, donc à la quantité totale de sondes enzymatiques greffées et donc 
au nombre de traceurs.  
Dans une première étape, les paramètres opératoires de la mesure ont été choisis et optimisés 
(notamment, le potentiel de polarisation, la surface active et la vitesse de rotation de 
l’électrode de travail). Le donneur d’électrons choisi dans cette étude est le TMB (3,3,5,5’- 
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 Tetramethybenzidine); ce donneur chromogène permet notamment une grande sensibilité de 
la détection électrochimique. La formee oxydée du TMB sera notée TMBradical. En particulier, 
un potentiel de polarisation de 240 mV a été retenu car il permet d’imposer la réduction du 
TMBradical à l’électrode RDE et de se placer en régime de diffusion. D’autre part, la vitesse de 
rotation de la RDE a été fixée à 1130 tr min-1 et la surface active de la RDE est un disque de 
platine de diamètre 5 mm. Notamment, ces conditions permettent de fixer l’hydrodynamique 
dans la cellule de mesure et de minimiser la consommation de TMBradical à l’élecrode de 
travail. Dans ces conditions, la constante de la loi de diffusion (reliant le courant I à la 
concentration en TMBradical produite en solution) a été déterminée expérimentalement et 
trouvée égale à 0,173 ± 0,009 A L-1 mol.  
Puis la comparaison des activités enzymatiques spécifiques de différentes espèces 
enzymatiques (i.e. l’enzyme HRP seule, la sonde enzymatique et le traceur) mesurées avec du 
TMB par spectrophotométrie (prise pour méthode de référence) et par ampérométrie a permis 
de valider la mesure ampérométrique sur des gammes de concentrations élevées. La mesure 
ampérométrique a par la suite été utilisée sur de plus faibles domaines de concentrations en 
traceurs.   
Au cours de cette étude, la mesure ampérométrique a en particulier été conduite en eau 
ultrapure et dans du tampon phosphate neutre mais pourrait être également appliquée en eau 
potable car les molécules majoritaires qui y sont présentes ne sont pas susceptibles 
d’interférer avec la mesure dans les conditions de la mesure. 
Des expériences de filtration consistant à injecter des traceurs dans l’alimentation (sous forme 
d’échelon) et à suivre la présence de traceurs dans le perméat ont permis dans une troisième 
étape de valider la méthode développée. En particulier, des expériences de rétention globale 
menées sur des membranes de microfiltration et d’ultrafiltration ont mis en évidence la 
capacité de la méthode à mettre en évidence différents comportements membranaires et une 
expérience en dynamique a montré la capacité de cette méthode à caractériser des dynamiques 
de rétention et à quantifier l’adsorption dans le circuit de filtration.   
La méthode développée répond donc à de nombreux critères requis pour l’application visée, 
c'est-à-dire la caractérisation de dynamiques de rétention de systèmes membranaires 
directement sur les systèmes.  
Cependant, cette méthode présente pour le moment un seuil de détection élevé (2,9 ± 0.5 106 
eq. pfu mL-1) mais de nombreuses voies d’amélioration du seuil de détection de la méthode 
ampérométrique sont disponibles.  
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 Le cœur du Chapitre II est une publication à laquelle sont ajoutés des compléments qui 
présentent des résultats ou informations complémentaires (notés [complement] dans le texte) 
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 Amperometric detection of enzyme labeled bacteriophages for the inline 
characterization of virus retention in membrane processes: development and validation 
of this new method. 
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This work aimed to develop a specific method to characterize the dynamics of retention of 
virus surrogates in membrane processes. A new virus surrogate was designed in order to be 
directly and quickly detected / quantified in the produced waters, while being as 
representative as possible as native viruses. This new virus surrogate, used as tracer, is an 
MS2 bacteriophage grafted on its surface by enzymes that induce an enzymatic activity of the 
tracer which can be thus detected by amperometry. In this study, the operating parameters of 
the amperometric measure (polarization potential, rotation velocity and active area of the 
working electrode) were first optimized. Then, the amperometric measure was validated by 
measuring specific enzymatic activities of different enzymatic species (free enzyme, free 
enzymatic probe and tracer) by amperometry and by spectrophotometry (that was considered 
as the reference method) on high concentration area. The amperometric measure was then 
used in smaller concentration area. Filtration experiments consisting in injecting tracers in the 
feed and monitoring the tracer presence in the permeate by the developed amperometric 
detection allowed then to validate the developed method. In particular, global retention 
experiments put in evidence the ability of this method to differentiate membrane behaviors 






Membranes processes (in particular ultrafiltration) are widely used for their capacities to 
retain particles and notably viruses. However, membrane history (ageing, fouling) or defaults 
as well as operating and input parameters changes (like water feed quality variations) can lead 
to possible modifications of the virus retention. Some studies showed for example the 
influence of the transmembrane pressure [Arkhangelsky and al., 2008] or the pH feed [Herath 






⇒ Possible modifications of the virus retention 
Membrane / module history (ageing, fouling) and 
defaults, operating parameters, feed qualities…
 
Figure II.1. Illustration of the problematic of this study. 
 
It is thus necessary to be able to characterize the dynamics of retention of virus species 
directly in membrane systems, where the virus retention is usually expressed in Log Removal 
value (LRV) that is the logarithm in base 10 of the ratio of the virus concentration in the feed 
to this in the permeate. In particular, such a characterization has to take into account the 
constraints linked to drinking water filtration setups, notably the impossibility to use native 
pathogenic viruses and the high flow rates of produced water (that can reach 200 m3 h-1). 
Moreover, USEPA (United State Environmental Protection Agency) published in 1986 the 
Surface Water Treatment Rule (SWTR, [USEPA(b), 2005]) that required surface water 
systems to provide a 4 log virus reduction via a combination of removal and inactivation, 
from a virus feed concentration ranging from 105 to 1011 pfu mL-1 (108  to 109  pfu mL-1 
usually), characteristic of a water contamination. Non pathogenic virus surrogates are thus 
required to be detected / quantified by a method that is fast, easy, applicable in situ (i.e. 
directly in the membrane systems) and inline (i.e. during filtration), compatible with large 
volumes (so that the analyzed volume could represent the filtrated volumes to avoid problem 
of statiscal analysis), sensitive (i.e. sufficiently to measure about 4 log removal) and not so 
expensive is therefore required. These virus surrogates should also be representative of 
pathogenic viruses carried out by water (such as poliovirus or hepatite) in terms of size, shape, 
external surface and density. 
 3. Bibliography 
Current methods that allow to quantify viruses or virus surrogates are linked to the type of 
virus surrogates. They may be:  i) bacteriophages (or phages) that are non pathogenic bacteria 
viruses, ii) modified bacteriophages and iii) non biological surrogates. The following section 
gives a state of the art on the advantages and the drawbacks of the different methods to 
characterize the virus retention dynamics of membrane systems. 
 
a. Methods for bacteriophages as virus surrogates 
Bacteriophages (especially MS2 bacteriophages) are commonly used as reference 
microorganisms to test the retention capabilities of membrane systems [USEPA(a), 2001] 
because they are very similar to pathogenic viruses from the viewpoint of size and shape. 
Current methods to quantify bacteriophages are those used to quantify viruses, notably direct 
enumeration by plate counting, flow cytometry, quantitative PCR and biosensors. Table II.1 
introduces these different techniques through key criteria that are their fastness (related to the 
analysis time), their ability to be applied in situ and inline, their capacity to analyze large 
volumes, their sensitivity (linked to their detection threshold), and their average equipment 
and analysis costs. “App.” means that the criteria related to a method was given assessing the 
possible application of this method in filtration setups. 
 
Table II.1. Current methods to quantify bacteriophages and other viruses. 













0.1 – 100 mL 
No No 
Yes 
1 pfu mL-1 
Low 
Flow cytometry Yes 
No 








Quantitative PCR > 1h30 
No 
300 μL max No Yes 
Yes 




250 μL min-1 max
No 
(App.) 




 Direct enumeration by plate counting [Adams, 1959] is widely used due to its low cost, 
easiness and high sensitivity (until 1 pfu mL-1). This method is however inappropriate to an 
inline application as it requires an amplification step of the bacteriophages (put in contact 
with host bacteria) over at least 24 h. Faster techniques using fluorimetry are available such as 
flow cytometry [Brussaard and al., 2000] and quantitative PCR [Formiga-Cruz and al., 2005]. 
In the case of flow cytometry, fluorochromes (usually SYBR-Green) are used to go through 
the bacteriophages cell and label their genetic support in order to make the labeled 
bacteriophages fluorescent when excited at an adequate wave length. The labeled 
bacteriophages are then eluted in a fluidic vein through a flow fluorimetric cell where they are 
directly enumerated individually. Although flow cytometry allows inline analysis, the used 
flow rates (100 μL min-1 maximum) necessary to the detection are actually too low for the 
filtration application and make this technique inappropriate for this study. Quantitative PCR is 
also based on the labeling of the genetic support of phages by fluorochromes but in this case, 
the labeled genetic support is isolated and amplified by a chain enzymatic polymerizing 
reaction (Polymerase chain reaction) before quantification that allows to be more sensitive 
than flow cytometry (with a detection threshold of 102 pfu mL-1). This fast technique, 
compared to the direct enumeration by plate counting, required however at least 1h30 for the 
amplification step and can not be thus applied inline. Moreover, the analysis volume (few 
hundreds microliters) are too low to be representative of the filtrated volumes. Biosensors that 
allow fast detection were also developed. Biosensors are sensors converting the establishment 
of an immunochemical bonding between a capture molecule (i.e. an antibody) and the 
analytes (i.e. a bacteriophage or an other viruses) into a measurable signal. It can be notably 
found mechanical [Lee and al., 2005], electrical [Patolsky and al., 2004] or optical [Crowter, 
1995] biosensors. Even if certain of these biosensors permit inline analysis, this technique is 
for the moment inadequate to the aimed application due to the same reasons as for flow 
cytometry (i.e. too low flow rates for an inline application and too low analysis volumes). 
None of the current methods allowing to quantify bacteriophages satisfy thus the required 
criteria to characterize retention dynamics. Bacteriophages appeared therefore to be an 
inappropriate virus surrogate for an inline study. Other virus surrogate as modified 





 b. Detection methods for modified bacteriophages as virus surrogates 
Bacteriophages modified in their surface by the grafting of different probes were tested, 
notably MS2 bacteriophages labeled with fluorescent dyes detected by fluorimetry [Gitis(a) 
and al., 2002] and T4 bacteriophages conjugated to enzymes detected by electro-
chemiluminescence [Lev and al., 2006]. Table II.2 summarizes the major advantages and 
drawbacks of these methods. 
 
Table II.2. Methods based on modified bacteriophages as virus surrogates. 






- In situ and fast 
detection, 
- Surrogate representative 
of the  native virus. 
- Low analysis volume 
(3 mL max), 








- In situ and fast 
detection, 
- Surrogate representative 
of the  native virus. 
- Large size of the T4  
(~ 200 nm * 80 nm), 
- Low analysis volume 
(~ 100 μL), 
- No tracer 
characterization. 
 
The modifications of these bacteriophages were performed in order to allow their 
detection/quantification directly and quickly in the produced waters (i.e. the waters that pass 
trough the membrane systems), which is a required criteria for the aimed application.  
Meanwhile, these methods present drawbacks that lie first in the lack of their low analysis 
volumes that do not exceed 3 mL and in the case of the T4 bacteriophages in its large size that 
makes it inappropriate for the characterization of ultrafiltration or microfiltration membrane 
systems. Moreover, none or few characterizations of these tracers (notably the quantification 
of the grafted dyes or enzymes) have been made yet in the litterature which must be however 
necessary to conclude on the well-done purification of the modified bacteriophages from the 
dyes or enzymes in excess in order to use these modified phages in filtration. Indeed, dyes or 




 c. Detection methods for non biological virus surrogates 
Method based on non biological virus surrogates such as gold nanoparticles detected by 
potentiometry [Gitis(b) and al., 2002], fluorescent microspheres detected by fluorimetry 
[Pontius and al., 2009] and iron oxide nanoparticles magnetically detected [Moulin, 2007; 
Guo(a), (b) and al., 2009] were also proposed in the literature. Table II.3 summarizes the major 
advantages and the drawbacks of these methods relatively to the aim of this study. 
 




Major advantages Major drawbacks 
Gold nanoparticles Potentiometric 
Inline and in situ detection   
(large analysis volume) 
- Lack of virus 
representativeness, 
- Expensive (gold). 
Fluorescent 
microspheres 
Fluorimetric In situ and fast detection 
- Lack of virus 
representativeness, 




Inline and in situ detection   
(large analysis volume) 
- Lack of virus 
representativeness, 
 
All these methods allow to detect/quantify the respective surrogates directly and quickly in 
the produced waters, which is a key advantage. However, these virus surrogates lack of virus 
representativeness. In particular, gold and iron oxide nanoparticles are much heavier (thus less 
deformable) and have smoother surfaces than pathogenic viruses. In the case of fluorescent 
microspheres, surface charge densities are much lower which make them poor virus 
surrogates. Although the efficiency of their associated detections, these virus surrogates are 
thus not representative enough of pathogenic viruses to imitate their filtration behaviors.   
  
As a conclusion, to characterize the dynamics of virus retention of membrane systems, it was 
necessary to develop jointly a new virus surrogate and an adapted detection method. In a 
previous paper [Soussan(a) and al., 2009], the principle and detailed procedure to produce a 
new virus surrogate were presented, as well as its characterizations. This new virus surrogate 
is a MS2 bacteriophage grafted on its surface by enzymatic probes and was designed in order 
to be quickly quantified thanks to its induced enzymatic activity, while remaining close to 
native viruses. The MS2 bacteriophage was chosen for its non pathogeny, its spherical capsid 
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 structure and its small size (which is among the smallest virus size). The induced enzymatic 
activity of this new virus surrogate, used as tracer, could be detected either by 
spectrophotometry, fluorimetry or amperometry. An amperometric detection was chosen and 
developed for its higher sensitivity, its ability to analyze large volumes and to be applied 
online [Abdel-Hamid(b), (c) and al., 1999; Volpe and al., 1998; Pablo and al., 2005]. This paper 
will focus on the development of the amperometric detection and its use to follow membrane 
retention. The operating parameters of the amperometric measure (polarization potential, 
rotation velocity and active area of the working electrode) were first optimized. Then, the 
specific enzymatic activities of three different enzymatic species (which of the tracer) were 
measured by amperometry and by spectrophotometry (that is considered as the reference 
method) on high concentration area in order to check the amperometric measure. The tracer 
threshold of this method was then investigated. Then, this new method was applied in 
filtration experiments consisting in injecting tracers in the feed and monitoring the tracer 
presence in the permeate by the developed amperometric detection. The new  virus surrogate 
and the principle of its amperometric detection are first presented in the following section. 
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 4. The new method: a new virus surrogate and a new amperometric 
detection 
 
a. The new virus surrogate 
Figure II.2 illustrates a scheme of this new surrogate as well as the basis of its detection. In 
particular, HRP enzymatic probes are composed of a support protein (neutravidin) covalently 
linked to HRP enzymes. In this study, two HRP enzymes on average were bond per 
neutravidin protein (provider data). These enzymatic probes were grafted on the capsid phage 
via small binding molecules (i.e. biotin) covalently bonded to the capsid proteins. Indeed, the 
interaction between biotin and neutravidin is very specific and highly strong that makes this 





R : Electron donor
O : Oxidized donor
Oxidation 
reaction
MS2 bacteriophage conjugated 
to enzymatic probes







Figure II.2. Scheme of the new virus surrogate and basis of its detection.   
 
The enzymatic entity of the enzymatic probes grafted on the MS2 bacteriophage (it means the 
HRP enzyme) catalyzes the oxidation reaction of an electron donor R in its oxidized form O 
and the direct detection/quantification of this virus surrogate by amperometry results thus 
from its induced enzymatic entity. The HRP enzyme was chosen because of its small size, its 
high catalytic activity and its ability to be used in drinking water (see Chapter I and 
[complement I.1]).  
The synthesis and the enzymatic characterization protocols of this new modified 
bacteriophage are detailed in the previous work (Chapter I and [Soussan(a) and al., 2009]). In 
particular, the number of enzymatic probes grafted per phage ranged notably from 60 to 130 
molecules per phage, depending on the native phage concentration used for the labelling and 
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 the specific enzymatic activity of the grafted enzymatic probes (measured with pyrogallol as 
electron donor) was comprised between 2.8 104 and 3.8 104 min-1.  
Physical properties of the tracers were also investigated. Notably, the size characterization of 
the tracers at pH = 7.0 and at 20.0°C showed a spherical monomodal population centred on an 
average diameter of 64.1 ± 0.3 nm, which is nearly two-times the one of the native MS2 
bacteriophages in the same conditions (30.9 ± 0.8 nm). The average tracer diameter remained 
however included in the size range of pathogenic viruses ranging from 10 to 100 nm and 
adapted for the characterization of ultrafiltration systems. Moreover, the zeta potential of the 
tracers at pH = 7.0 and at 20.0°C was found to be – 14.34 ± 1.66 mV (which is nearly the 
same of the one of the native phages in the same conditions, i.e. - 14.00 ± 0.05 mV) and the 
volume occupied by the grafted enzymatic probes over the total external volume ranged from 
12% to 25%. The average molecular weight of the tracers was also quantified and found to be 
comprised between 12 000 and 22 000 kD, which is included in the molecular weight range of 
native viruses ranging from 1000 to 30 000 kD. Finally, these new virus surrogates were 
produced in our Laboratory at high concentrations, greater than 3.4 1010 eq. pfu mL-1 and up 
to 3.4 1011 eq. pfu mL-1.  
 
b. The amperometric detection 
The enzymatic entity (HRP) of the chosen enzymatic probes catalyzed thus the oxidation of 
an electron donor in presence of hydrogen peroxide as enzyme substrate. The HRP-catalyzed 
reaction allows number of electron donors, notably TMB (or 3,3',5,5'-TetraMethylBenzidine), 
which permitted a high sensibility to the electrochemical detection [Volpe and al., 1998; 
Pablo and al., 2005] and was thus chosen as electron donor. Diiode and commercial stabilized 
mixture of H2O2 / TMB (Ultra TMB, from Perbio) were also tested as electron donors but 
appeared to be less efficient. The irreversible HRP-catalyzed reaction is thus written as 
described in Equation (II.1) where TMBradical is the TMB oxidized form. In this equation, 
TMBradical is the complex resulting from a rapid equilibrium with the native radical form.  
→
TMB




    Eq. (II.1) 
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 Figure II.3 shows the amperometric cell used for the amperometric measures as well as the 

























Figure  II.3. Amperometric cell and principle of the measure. 
 
The amperometric cell is commonly composed of a working electrode (that is a RDE 
electrode, i.e. Rotating Disc Electrode), a reference electrode and a counter-electrode [Bard 
and Faulkner, 2000]. In step 1, when the new virus surrogate is in solution in presence of 
TMB and hydrogen peroxide, the oxidation reaction catalyzed by the grafted enzymes occurs 
producing thus  TMBradical that diffuses in step 2 toward the working electrode where a small 
quantity of TMBradical (≤ 1%) is reduced in step 3 generating thus a cathodic current. These 
three steps occur simutaneously during the measure. Under certain conditions, this current 
decreases linearly with time and the slope of the obtained regression line is proportional to the 
initial production rate of TMBradical thus to the total concentration of grafted enzymes, thus to 
the total concentration of grafted enzymatic probes and thus to the virus surrogate 
concentration. 
Equations describing this amperometric measure and the conditions required to conduct such 
a measure are given thereafter. 




 • Oxidation reaction  
In solution, the specific enzymatic activity of the grafted enzymes is maximum when the 
substrate (H2O2) and the TMB concentrations are sufficiently high to avoid any substrate 
limitation [Cornish-Bowden, 1995]. In this case, the concentration [TMBradical](t) of TMBradical 
formed in solution during time can be written:    
[TMBradical](t) = [Genzyme]. kcat .t                          Eq. (II.2) 
Where 
[TMBradical](t)  (mol L-1) is the concentration of TMBradical formed in solution over time, 
[Genzyme] (mol L-1) is the concentration of grafted enzymes in the amperometric cell, 
kcat  (mol mol-1 min-1 i.e. min-1) is the specific enzymatic activity of the grafted enzymes, 
t (min) is the duration of the reaction catalyzed by the grafted enzymes. 
In this study, the specific enzymatic activity kcat (min-1) is defined as the number of moles of 
TMBradical produced per mole of enzyme in one minute at room temperature and at pH = 5.20 
in the following solution: TMB 2.0 10-4 mol L-1 and H2O2 1.0 10-3 mol L-1. 
 
The maximal initial production rate Vi (L mol min-1) of  TMBradical is defined as: 
Vi = {d[TMBradical](t)/dt}t=0   = [Genzyme]. kcat                    Eq. (II.3) 
 
• Phenomena  at the electrode 
A polarization potential inferior to the equilibrium potential of the oxido-reductive couple 
TMBradical / TMB (0,270 ± 0.001 V related to a silver/silver chloride reference electrode at pH 
5.5 according to [Bagirova and al., 2001]) is applied between the reference electrode and the 
working RDE in order to reduce the TMBradical that diffuses to the RDE. When the transfer of 
the oxidized donor TMBradical toward the working RDE is controlled by the diffusion, a 
current I(t) that depends on the concentration of TMBradical produced in solution is generated 
during time, due to the reduction of the oxidized donor TMBradical on the working RDE. This 
current is a cathodic current of reduction, thus negatively counted and follows the diffusion 
law given in Equation (II.4):    
I(t) = - n.F.S. DTMBradical.[TMBradical](t)/δ                               Eq. (II.4) 
Where:  
I(t) (A or C s-1) is the cathodic current generated during time, 
[TMBradical](t) (mol m-3) is the concentration of TMBradical formed in solution by the enzymatic 
reaction during time, 
n (-) is the number of electrons exchanged during the reduction at the RDE (n =1), 
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 F (C mol-1) is the Faraday constant, 
S (m²) is the active area of the working RDE, 
DTMBradical (m² s-1) is the diffusion coefficient of the TMBradical in solution, 
δ (m) is the thickness of the diffusion layer. 
 
This diffusion law traduces notably the diminution of the generated current with the rise of the 
oxidized donor TMBradical concentration during time. The constant K (A L mol-1) will be 
defined as the diffusion law constant by: 
K = n.F.S. DTMBradical / δ                                      Eq. (II.5)    
Thus the Equation (II.4) can be written: 
I(t) = - K . [TMBradical](t)                                     Eq. (II.6) 
 
If the catalyzed reaction occurs on a sufficiently long period, a total oxidation of the TMB can 
be reached (resulting thus in a constant concentration of TMBradical) and the current reached a 
constant value that is maximal by absolute value. An optimization of the experimental 
conditions will be presented in order to prevent any electron donor limitation during the 
analysis time. 
 
In order to avoid the need of a current reference, it was chosen to analyze the slope V0A (A 
min-1) of the tangent at the origin of the curve giving the current versus time instead of 
analyzing the current itself. It could be noticed that the slope of the tangent is measured 
preferentially at the origin in order to ensure the measure in the linear part of the curve giving 
the current versus time. The expression of the V0A slope is obtained by derivating Equation 
(II.6) versus time and taking it absolute value at the origin, giving thus Equations (II.7) and 
(II.8): 
V0A = ⎢(dI/dt)t=0 ⎢=  K. {d[TMBradical](t)/dt}t=0                           Eq. (II.7) 
V0A = ⎢(dI/dt)t=0 ⎢=  K. ViA                                      Eq. (II.8) 
Where:     
ViA (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate Vi of TMBradical. measured by 
amperometry. 
It appears notably that the K constant allows to express V0A values (A min-1) in ViA values 
(mol L-1 min-1).   
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 The expression of the maximal initial production rate ViA can also be expressed by derivating 
Equation (II.2) versus time and taking its absolute value at the origin: 
ViA = kcat.[Genzyme]                                         Eq. (II.9) 
And it comes thus, according to Equation (II.8), 
V0A = ⎢(dI/dt)t=0 ⎢=  K. kcat.[Genzyme]                       Eq. (II.10) 
As said previously, it can be put here in evidence that the slope V0A of the tangent at the 
origin of the curve giving the current versus time is proportional to the concentration of 
grafted enzymes. This V0A slope is thus also proportional to the concentration of grafted 
probes and thus to the tracer concentration.  
 
c. Tracer use and characterization 
The developed virus surrogate was used as a tracer in order to monitor the presence of tracers 
in the permeate during filtration by the amperometric detection. In this context, this 
amperometric detection requires less than 10 minutes for analysis and allows to analyze, at the 
laboratory scale, large volumes (from 1 to 30 mL) compared to the fastest quantification 
techniques of native bacteriophages [Guigui and al., 2008]. These analysis volumes could in 
particular be  increased by using higher active areas of the working electrode. Moreover, this 
detection method can be performed inline by using an amperometric flow cell. However, a 
classic amperometric cell requiring a batch sampling was preferred here for the method 
development in order to decrease the number of experimental parameters of the measure 
system. This method was notably used in neutral phosphate buffer and ultrapure water but 
could also be applied in drinking water [complement II.1]. Finally, the mean reactant cost per 
analysis is low (around 2 euros).  
 






























Figure  II.4. Principle of the virus surrogate use and characterizations. 
 
The tracer use consists thus in injecting the tracers in the feed (either by step or by peak) and 
to analyze the permeate samples (collected during filtration). First of all, the permeate is 
regularly collected. Each collected permeate sample is introduced in the amperometric cell 
then the reactants are added (i.e. the electron donor TMB and the hydrogen peroxide) and the 
current measure is launched allowing to access to the slope of the tangent at the origin of the 
curve giving the current versus time. The unknown tracer concentrations of the samples in the 
amperometric cell are thereafter deduced from a calibration curve obtained previously. This 
curve was obtained by plotting the V0A values measured for known tracer concentrations 
versus these concentrations. Such an analysis over time can also be performed on the feed and 
on the concentrate.  
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 5. Development of the amperometric measure 
In a first step, the whole chemistry of the TMB as an electron donor was characterized by 
spectrophotometry in order to define the catalytic conditions and the maximal analysis 
duration for which TMBradical only is formed in solution. Then the parameters of the 
amperometric measure were optimized. In particular, the polarization potential was chosen so 
as to impose the TMBradical reduction reaction at the working electrode and a diffusion state. 
Finally, the active area and the rotation velocity of the working electrode were defined so that 
the consumption of TMBradical at the working electrode is minimal.  
 
a. Material and methods  
 
i. Consumables 
Tracers were prepared according to the protocol described in the previous work (Chapter I 
and [Soussan(a) and al., 2009]). Chemicals involved in the enzymatic quantification by 
amperometry and spectrophotometry were 3,3',5,5'-Tetramethylbenzidine (from SIGMA 
Aldrich, 87750) and Hydrogen peroxide H2O2 (30 % (w/w) in aqueous solution) provided by 
Roth. Citrate phosphate buffer 0.1 mol L-1 phosphate plus 0.1 mol L-1 NaCl, pH = 5.20 ± 0.04 
was performed using disodium phosphate Na2HPO4, 2H2O (from Roth, 4984), citric acid 
(from Sigma, 251275) and sodium chloride (from Roth, 3957). Neutral phosphate buffer 
solution (PBS) 0.1 M, pH = 7.0 ± 0.1 was provided by Perbio Science France (ref. 28 372).  
All the chemicals used in this study were from the highest grade purity.  
 
ii. Amperometric stand 
Enzymatic activity measurements by amperometry were performed using a potentiostat-
galvanostat μ-Autolab III (from Metrohm, AU100500) with a 30 fA resolution and the 
acquisition software was GPES (version 4.9.007). A thermostatable Karl Fisher cell made in 
glass was used as an amperometric cell; its maximal volume was 130 mL. Its flat lid allowed 
in particular an easier set up and washing of the electrodes but also the introduction of the 
reactive agents. A small opening to air was performed on the top of this air-sealed cell in 
order to avoid any surpressure in the amperometric cell during measurement. The working 
electrode was a rotating disk electrode (RDE) with a 5 mm diameter platinum disc as active 
area (from Metrohm, AU300100 and AU930303). The RDE bondage system allowed notably 
to fix a rotation rate comprised between 100 and 10 000 rpm. The maximal rotation velocity 
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 was fixed to 1130 rpm in this study. The counter electrode (manufactured by HERAEUS, 
France) was a platinum grill with an active area 6.5 times greater than this of the RDE. The 
reference electrode was a double junction Ag/AgCl electrode.  
 
iii. Spectrophotometer 
Characterization of the TMB chemistry and the determination of the diffusion law constant K 
were performed by spectrophotometry using an UV-VIS V-530 spectrophotometer (Jasco, 
France). These experiments were carried out at 652 nm in 1 cm disposable transparent cells at 
room temperature. This spectrophotometer allowed notably to achieve spectrum over the 
visible area (from 700 nm to 350 nm). 
 
b. Chemistry of the TMB electron donor 
The oxidation mechanism of the TMB is a two step mechanism and one electron is exchanged 
at each step [Josephy and al., 1982]. Notably the first step corresponds to the formation of an 
intermediate oxidized form of the TMB, it means TMBradical according to Equation (II.1). In a 
second step, TMBradical is oxidized into a complete TMB oxidized form, it means TMBox as 
described in Equation (II.11). 
+   H2O→
TMBradical




     Eq. (II.11) 
 
The TMBradical is a blue compound that absorbs notably at 652 nm and 350 nm; the TMBox is 
a yellow compound that absorbs at 450 nm [Josephy and al., 1982]. The characterization of 
the by-products coming from the HRP-catalyzed oxidation reaction of TMB was thus 
performed by spectrophotometry. In particular, visible spectrum of reactive suspensions 
containing free HRP, TMB and hydrogen peroxide were carried out from 700 nm to 350 nm 
over time in order to put in evidence the presence of TMBradical and/or TMBox. The used 





 i. Experimental protocol for spectrophotometric spectrum 
obtention 
A fresh TMB solution and a fresh hydrogen peroxide solution were prepared respectively at 
0.01 mol L-1 and 0.088 mol L-1 in ultrapure water. The total analysis volume of the 
spectrophotometric cell was fixed to 2.00 ± 0.02 mL and reactant volumes were set to 40.00 ± 
0.08 μL of TMB and 22.80 ± 0.05 μL of H2O2  so that respective concentrations of TMB and 
H2O2 in the cell were 2.00 ± 0.11 10-4 mol L-1 and 1.00 ± 0.01 10-3 mol L-1 at t = 0 [Volpe and 
al., 1998; Pablo and al., 2005]. Notably, the TMB concentration was lower than that of 
hydrogen peroxide in order to limit the spontaneous oxidation reaction of the TMB in 
TMBradical in presence of hydrogen peroxide.  
For each characterization, a cell was first filled  with a citrate phosphate buffer (pH = 5.20 ± 
0.04) then with the TMB and the H2O2. The cell was then shacked for few seconds. Thereafter 
a sample of fresh HRP (diluted in ultrapure water just before measurement) was introduced. 
Two concentrations of free HRP in the cell were tested: 6.00 ± 0.05 10-10 mol L-1 and 7.05 ± 
0.06 10-12 mol L-1. Time was monitored since the introduction of the HRP sample. The cell 
was quickly shacked and spectrum acquisitions were performed over time. A blank was 
performed over time for each analysis, replacing the sample volume by citrate phosphate 
buffer and the blank was subtracted to the enzymatic assay for exploitation.   
 
ii. Results of the spectrophotometric characterization 
Figure II.5 shows the visible spectra obtained during time over a 11 min period for a 6.00 ± 


























Figure  II.5. Visible spectra obtained during time over a 11min period for a 6.00 ± 0.05 10-10 mol L-1 
concentration of free HRP enzyme in the spectrophotometric cell. 
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 The peak centred on 450 nm corresponds to the yellow TMBox compound. The peaks 
centered on 350 nm and 652 nm correspond to the TMBradical compound that is a blue 
compound due to its maximal absorption at 652 nm. In particular, the spectrophotometric 
detection of the TMBradical  will be performed between 620 nm and 670 nm.  
Figure II.5 put in evidence that the first step of the TMB oxidation reaction was so fast that an 
important amount of TMBradical was yet formed in 1 min, which was characteristic of a high 
catalytic activity in the cell. Then, the TMBradical concentration decreased while the TMBox 
concentration increased simultaneously. A key issue was thus to find the catalytic conditions 
and the maximal analysis duration on which only TMBradical would be formed and quantified 
either by amperometric or spectrophotometric measurements. 
 
Figure II.6 shows the visible spectra obtained during time over a 24 min period for a 7.05 ± 
0.06 10-12 mol L-1 concentration of free HRP enzyme in the spectrophotometric cell. This 































Figure  II.6. Visible spectra obtained during time over a 24 min period for a 7.05 ± 0.06 10-12 mol L-1 
concentration of free HRP enzyme in the spectrophotometric cell. 
 
Figure II.6 shows that in these conditions (i.e. for a lower HRP concentration), only TMBradical 
was formed on at least 15 min.  
In order to generalize these conditions avoiding the TMBox formation to any enzymatic entity 
(i.e. free HRP, free HRP enzymatic probes and tracers), the notion of catalytic unit was 
introduced. A catalytic unit (U) was defined as the amount of enzyme required to form 1.0 
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 μmol of TMBradical in 20s at room temperature and at pH = 5.20 in the following solution: 
TMB 2.00 10-4 mol L-1 and H2O2 1.00 10-3 mol L-1. In addition, the use of catalytic units per 
unit solution volume (UL) will allow to compare directly the catalytic activities of these 
different HRP enzymatic entity solutions  whatever their concentrations or the cell volumes.  
In the case presented in Figure II.6, the corresponding UL was 0.374 ± 0.032 U L-1  and was 
chosen as the upper UL limit (ULlimit) as only TMBradical was formed over at least 15min. 
Calculation of ULlimit is given in [Complement II.2]. In particular, this ULlimit fixed the 
maximal analysable tracer concentration in the cell to 7.0 ± 1.1 108 eq. pfu mL-1. 
 
c. Amperometric measure: choices of the experimental conditions. 
 
i. Experimental protocol 
Whatever the HRP enzymatic entity tested (i.e. free HRP enzymes, free HRP enzymatic 
probes or tracers), the kinetic curves giving current versus time and the V0A slopes of the 
tangents to these curves (4.b.) were obtained according to the following protocol. A fresh 
TMB solution and a fresh hydrogen peroxide solution were prepared respectively at 0.01 mol 
L-1 and 0.88 mol L-1 in ultrapure water. The total analysis volume in the amperometric cell 
was fixed to 78.0 ± 0.5 mL. TMB solution and hydrogen peroxide solution volumes were set 
respectively to 1.56 ± 0.01 mL and 88.60 ± 0.18 μL so that respective concentrations of TMB 
and H2O2 in the cell were 2.00 ± 0.11 10-4 mol L-1 and 1.00 ± 0.01 10-3 mol L-1 at t = 0 (as for 
the previous spectrophotometric characterization). The rest of the cell volume was filled with 
a citrate phosphate buffer solution (pH = 5.20 ± 0.04) and the sample of HRP enzymatic 
entity to analyze. Analysis volumes ranged from 1.0 (± 0.3%) to 30.00 (± 1.2%) mL. The 
rotation velocity of the working electrode was fixed to 1130 tr min-1 and the polarization 
potential was fixed to 0,240 ± 0.001 V related to an Ag/AgCl reference electrode.  
First of all, a blank characterizing the spontaneous oxidation reaction of the TMB in presence 
of hydrogen peroxide was performed over 15 min with the same operating conditions given 
previously and the slope of the blank was subtracted to all the V0A measured slopes for 
exploitation.  
The amperometric assay consisted in filling the cell with the citrate phosphate buffer then the 
sample to analyze. Then the working RDE was activated in order to mix the compounds of the 
cell and to fix the hydrodynamics in the cell. Afterward, the TMB solution was added and 
then the H2O2  was also introduced. Hydrogen peroxide could indistinctly be introduced 
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 before launching the acquisition of the current versus time or little time (30s to 60s) after the 
launching as the polarization potential was stabilized quasi-instantaneously. The duration of 
the analysis was chosen so that the tangent at the origin of the curve giving the current versus 
time was obtained with a high number of points; 7.5 min were in particular sufficient for the 
lowest detection. Analyses were performed at ambient temperature (without temperature 
variation during measurement) and no deoxygenating of the cell contain was carried out.  
A more detailed experimental protocol is given in Annexe II.1.       
 
ii. Justification of the choice of the polarization potential 
The polarization potential was chosen from the measure and the analysis of the TMB 
voltamperogram in presence of hydrogen peroxide H2O2. The initial concentration of TMB in 
the cell was fixed to 2.00 ± 0.11 10-4 mol L-1 and the one of H2O2 was set to 1.00 ± 0.01 10-3 
mol L-1. These concentrations were those used for the amperometric measures (see section 
5.c.i.). The rotating velocity ω of the RDE was fixed to 0 tr min-1 and the scan rate was 
























Figure  II.7. Voltamperogram of the TMB in presence of hydrogen peroxide H2O2. 
 
The portion of the curve linked to the increasing potential sweep shows notably two oxidation 
peaks that confirms the two step mechanism of the TMB oxidation. The first peak 
corresponds to the formation of TMBradical and the second one corresponds to the formation of 
TMBox. By sweeping the potential decreasingly, the reduction peaks corresponding first to 
the reduction of TMBox then to the reduction of TMBradical were found again. The polarization 
potential was chosen lower than the potential of the second reduction peak in order to be in 
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 the diffusion limit area of the TMBradical so that the measured current fellow the diffusion law 
constant (Equation II.4). A 0.240 ± 0.001 V polarization potential revealed to be adapted.   
 
iii. Justification of the choices of the active area and rotation 
velocity of the working electrode 
The amperometric assay requires a few quantity of TMBradical (inferior or equal to 1%) to be 
consumed at the working electrode relatively to the TMBradical quantity formed in solution so 
as to not affect the concentration of TMBradical in solution by the phenomena at the electrode. 
This condition was fixed by the active area and the rotation velocity of the working electrode. 
 
1st. Experimental determination of the diffusion law 
constant K 
 
I. Link between the diffusion law constant K, the active 
area of the working electrode, the rotation velocity of 
the working electrode and the diffusion state 
The quantity ncons of TMBradical consumed at the working electrode, that depends on the 
analysis period t and the cathodic current I(t) generated over the analysis period, follows the 
Faraday law below:  
ncons (t) = F * ∫⎮I(t)⎮. dt 
Thus it comes:      ncons (t) = ⎮Imax⎮* t / (2 * F)                                    Eq. (II.12)   
Where  
Imax (A) is the cathodic current obtained at the end of the analysis period t and it is the 
maximal current generated over the analysis period by absolute values (see Equation II.4), 
t (s) is the analysis period and 
F (C mol-1) is the Faraday constant (F = 96 485 C mol-1). 
Moreover, the quantity of  TMBradical produced in solution (nproduced) is defined as 
nproduced = [TMBradical]max . Vcell                                       Eq. (II.13) 
Where: 
[TMBradical]max (mol L-1) is the concentration of TMBradical in solution at the end of the analysis 
period t and is the maximal of TMBradical concentration produced over the analysis period, 
Vcell (L) is the total analysis volume of the amperometric cell (Vcell = 78.0 ± 0.5 10-3 L). 
From Equation (II.6), it comes: 
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 nproduced (t) = ⎮ Imax ⎮* Vcell / K                                   Eq. (II.14)   
Where:  
Imax (A) is the cathodic current obtained at the end of the analysis period t and it is the 
maximal current generated over the analysis period by absolute values (see Equation II.4), 
K (A L mol-1) is the constant of the diffusion law.   
 
The ratio W (%) of the TMBradical quantity consumed at the working electrode to this 
produced in solution is defined thus as: 
W = ncons (t) / nproduced (t) * 100                                   Eq. (II.15) 
W = (t * K) / (2 * F * Vcell) *100                                Eq. (II.16) 
 
According to Equation (II.5), the only operating parameters influencing the K constant and 
thus the W ratio (according to Equation (II.16)) are: 
δ (m) which is the thickness of the diffusion layer fixed by the hydrodynamics in the cell, thus 
fixed by ω that is the rotation velocity of the working electrode (tr min-1) and 
S (m2) which is the active area of the working electrode. 
 
So as to the condition W ≤ 1% was verified for the consumption of TMBradical at the working 
electrode, the rotation velocity of the working electrode (ω) was fixed to 1130 tr min-1 and a 
platinum disc of 5.0 mm diameter was chosen as active area of the working electrode (S). In 
order to determine the W value for the previous operating parameters, it was necessary to first 
determine experimentally the diffusion law constant K in these conditions.    
 
II. Principle of the K constant determination 
According to the Equation (II.8) that is also verified for free HRP enzymes, the K constant 
can also be written: 
K= V0A / ViA                                                   Eq. (II.17) 
Where: 
V0A  (A min-1)  is the slope of the tangent of the kinetic curve giving the current versus time, 
obtained following the amperometric measurement protocol described in section 5.c.i., 
 ViA (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate Vi of TMBradical measured by 
amperometry.                           
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 At this stage, only V0A  can be known from the amperometric measure. The maximal initial 
production rate Vi of TMBradical can also be measured by spectrophotometry (named ViS in 
this case) with a spectrophotometric measurement performed for the same enzymatic entity 
(i.e. free HRP enzyme), in the same conditions in which the amperometric measurement was 
carried out to measure the V0A slope (section 5.c.i). Indeed, Equation (II.3) is verified in 
solution whatever the measurement type. Thus the Beer-Lambert law can be written as: 
OD (t) = l.ε652. [TMBradical](t)                                        Eq. (II.18) 
Where: 
OD (t)  (-) is the absorbance at 652 nm for a given time t, 
[TMBradical](t)   (mol L-1) is the TMBradical concentration in solution for a given time t, 
l.ε652  (L mol-1) is the Beer-Lambert constant of TMBradical at 652 nm. In particular, l.ε652nm 
value for the same measurement conditions and for 1 cm spectrophotometric cell was found in 
the literature [Josephy and al., 1982]. In this case, l.ε652  = 3.90 104  L mol-1.  
 
By derivating Equation (II.18) versus time and taking its value at the origin, it comes thus:  
{d[TMBradical](t)/dt}t=0   = (dOD/dt)t=0 / (l.ε652) 
ViS = V0S / (l.ε652)                                            Eq. (II.19) 
Where:  
V0S (min-1) is the measured slope of the tangent at the origin of the curve giving the 
absorbance (OD) functions of time, and will be obtained by experiments, 
ViS (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate Vi of TMBradical measured by 
spectrophotometry. 
It appears thus that the knowledge of the constant (l.ε652) allows to express V0S values (min-1) 
in ViS values (mol L-1 min-1).   
 
The two values ViS  and ViA are equal. 
Thus, K given by Equation (II.17) can be written as: 
K = V0A / ViS                                           Eq. (II.20) 
 
It could be noticed that K is independent of the nature of the enzymatic entity used for its 
determination and free HRP was chosen. The K constant was thus experimentally determined 
by measuring V0A and V0S slopes for the same free HRP batch, analyzed the same day by 
spectrophotometry and amperometry in the same conditions. Triplicates were performed for 
each measure. A high concentration of free HRP enzyme was chosen (7.05 ± 0.06 10-12 mol  
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L-1) as the detection threshold of the spectrophotometric measure is higher than this of the 
amperometric measure.  
 
III. Spectrophotometric quantification of the HRP-
catalyzed kinetic – Experimental protocol. 
This protocol was the same as the one described in section 5.b.i, except that when the HRP 
sample was introduced in the cell and shacked, a kinetic measure at 652 nm was launched. 
Kinetic were performed on 250s (one acquisition every 5s). A blank was performed for each 
analysis replacing the sample volume by citrate phosphate buffer.   
  
IV. Results 
Table II.4 gives the mean amperometric slopes V0A (A min-1), the mean maximal initial rate 
of TMBradical measured by spectrophotometry ViS (mol L-1 min-1) and the mean K (A L mol-1) 
value obtained from the analysis of a same free HRP batch performed the same day by 
spectrophotometry and amperometry in the same conditions.  
 
Table II.4. Mean amperometric slopes V0A (A min-1), mean maximal initial rate of TMBradical measured 
by spectrophotometry ViS (mol L-1 min-1) and mean K value (A L mol-1). 
ViS (mol L-1 min-1) 1.30 10-6 (± 3.7%)
V0A (A min-1) 2.25 10-7 (± 1.7%)
K (A L mol-1) 0.173 ± 0.009 
 
The transfert coefficient  k = DTMBradical / δ was thus also accessible from Equation (II.5) and 
was found to be 9.13 ± 0.56 10-5 m s-1.  
 
2nd. Verification of the diffusion state over the maximal 
analysis time 
The maximum detection time was fixed to 7.5 min because it allows enough points to 
measure amperometric slopes with accuracy for the lowest detection. Knowing K and by 
applying Equation (II.16), the ratio W (%) of the TMBradical quantity consumed at the working 
electrode to this produced in solution was found to be: 
W= 0.52 %  
These conditions are thus optimal because they allow a minimal consumption of TMBradical at 
the working electrode and the maximal measurable current.  
 6. Validation of the amperometric measure : comparison between 
specific enzymatic activities measured by amperometry and 
spectrophotometry 
The objective of this part was to compare the amperometric measure to a reference measure 
(i.e. the spectrophotometric one). For this, specific enzymatic activities of three enzymatic 
entities (i.e. free HRP, free HRP enzymatic probe and tracer) were measured by amperometry 
and by spectrophotometry on high concentration area as the spectrophotometric measure is 
less sensitive.     
 
a. Plate reader spectrophotometer 
Enzymatic activity measurements by spectrophometry were performed using a plate reader 
Multiskan Ascent, 100-120 V (Thermo Scientific, France) as it allows to analyze 
simultaneously the enzymatic sample and its corresponding blank . These experiments were 
carried out using disposable transparent 96-well plates (Greiner Bio-One, France) at a 620 nm 
wave length and at room temperature. The 620 nm wave length was the only wave length 
available on the plate reader that matched the range of wave length on which TMBradical can be 
detected (i.e. 620-670 nm).  
 
b. Amperometric measurement of specific enzymatic activities  
All types of enzymatic entity (i.e. enzymatic probes, enzymes and tracers) were characterized 
by this amperometric method. The specific enzymatic activity of an enzymatic entity kcat 
(min-1) was defined as the number of moles of TMBradical produced per mole of the enzymatic 
entity in one minute at ambiant temperature and at pH = 5.20 in the following solution: TMB 
2.00 10-4 mol L-1 and H2O2 1.00 10-3 mol L-1. Specific enzymatic activities measured by 
amperometry will be noted kcatA (min-1). 
 
i. Method 
Measurements of specific enzymatic activities were performed with maximal initial rate 
experiments [Cornish-Bowden, 1995], based on Equations (II.9) and (II.10) that were 
generalized to any enzymatic entity: 
V0A = ⎢(dI/dt)t=0 ⎢= K.kcatA. α. [EnzEntity]                               Eq. (II.21) 
 ViA = V0A / (K.α) = kcatA. [EnzEntity]                                 Eq. (II.22) 
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 Where  
V0A (A min-1) is the tangent slope at the origin of the curve giving the current versus time, 
ViA (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate of TMBradical, 
[EnzEntity]  (mol L-1)  is a known concentration of the studied enzymatic entity, 
K (A L mol-1) is the constant of the diffusion law 
and 
α (-) is the average number of HRP molecules per molecule of enzymatic entity. In the case of 
the enzyme HRP, α =1 whereas α =2 on average (provider data) for the enzymatic probes and 
the tracers. 
 
Equation  (II.21) shows the proportionality of the V0A (A min-1) slope with the concentration 
of the studied enzymatic entity. V0A values were thus measured for different known 
concentrations of the studied enzymatic entity. ViA (mol L-1 min-1) values were calculated 
from the measured V0A values  according to Equation (II.22). Then the ViA values were 
plotted versus the corresponding enzymatic entity concentrations (mol L-1) and the slope of 
this regression line (cutting the X-axe at zero) was kcatA  (according to Equation (II.22)).  
  
ii. Experimental protocol 
The experimental protocol was the same as described in section 5.c.i. Four concentrations of 
the studied enzymatic entity were tested for each quantification of the specific enzymatic 
activity kcatA. Figure II.8 shows examples of amperometric curves obtained in the protocol 
conditions (section 5.c.i) for tracer concentrations ranging from 1.07 ± 0.01 10-11 to 6.19 ± 
0.06 10-11 mol L-1 in equivalent of grafted probes (see Chapter I) which corresponds to a range 
of tracer concentrations comprised from 1.0 ± 0.1 108 to 6.0 ± 0.9 108 eq. pfu mL-1 in pfu 
equivalent. Hydrogen peroxide was added 60s after the launching of the acquisition. Some 


















[tracer]4 = 6.19 10-11 eq. mol L-1
[tracer]1 = 1.07 10-11 eq. mol L-1
[tracer]2 = 2.13 10-11 eq. mol L-1







Figure II.8. Examples of amperometric curves obtained in the conditions defined previously for tracer 
concentrations expressed in equivalent of grafted probes ranging from 1.07 ± 0.01 10-11 to 6.19 ± 0.06 
10-11 mol L-1 and corresponding to a range of tracer concentrations expressed in pfu equivalent 
comprised from 1.0 ± 0.1 to 6.0 ± 0.9 108 eq. pfu mL-1. 
 
c. Spectrophotometric measurement of specific enzymatic activities  
As for the amperometry, all types of enzymatic entity (i.e. enzymatic probes, enzymes and 
tracers) were characterized by this spectrophotometric method. Specific enzymatic activities 
measured by spectrophotometry will be noted kcatS. 
 
i. Method 
As for the amperometry, measurements of specific enzymatic activities were performed with 
maximal initial rate experiments; the only difference lies in the fact that, in this case, 
absorbance were measured instead of currents. Substrate and electron donor concentrations 
were identical to these used for the amperometric measurements and thus it comes: 
V0S = ⎢(dOD/dt)t=0 ⎢= l. ε620. α. kcatS.[EnzEntity]                       Eq. (II.23) 
ViS = V0S / (l. ε620. α) = kcatS.[EnzEntity]                         Eq. (II.24) 
Where:  
OD (-) is the absorbance measured at 620 nm,  
(dOD/dt)t=0 also named V0S (min-1) is the slope of the tangent at the origin to the kinetic curve 
giving the OD function of time, 
ViS (mol L-1 min-1) is the maximal initial production rate of TMBradical, 
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 α (-) is the average number of HRP molecules per molecule of enzymatic entity. In the case of 
the enzyme HRP, α =1 whereas α =2 on average (provider data) for the enzymatic probes and 
the tracers, 
[EnzEntity] (mol L-1) is a known concentration of the studied enzymatic entity and 
l.ε652nm (L mol-1) is the Beer-Lambert constant of TMBradical at 620 nm.  
The Beer-Lambert constant l.ε620nm was deduced from the Beer-Lambert constant l.ε652nm at 
652 nm in the same operating conditions (l.ε652nm = 3.90 104 L mol-1) by taking into account 
the experimental ratio of the OD at 652 nm to the OD at 620 nm and the crossed length of 
liquid in the well plates (provider datat). The l.ε620nm constant was found to be l.ε620nm = 3.58 ± 
0.10 104 L mol-1. 
 
Equation  (II.23) shows the proportionality of the V0S (min-1) slope with the concentration of 
the studied enzymatic entity. V0S values were thus measured for different known 
concentrations of the studied enzymatic entity. ViS (mol L-1 min-1) values were calculated 
from the measured V0S values according to Equation (II.24). Then the ViS values were plotted 
versus the corresponding enzymatic entity concentrations (mol L-1) and the slope of this 
regression line (cutting the X-axe at zero) was kcatS (according to Equation (II.24)).   
 
ii. Experimental protocol 
Initial concentrations of TMB and H2O2 in the wells, as well the temperature analysis, were 
the same as for the amperometric measurements. A fresh TMB solution and a fresh hydrogen 
peroxide solution were prepared respectively at 0.01 mol L-1 and 0.088 mol L-1 in ultrapure 
water. The total analysis volume of wells was fixed to 320.00 ± 2.88 μL and reactive volumes 
were set to 6.40 ± 0.02 μL of TMB and 3.64 ± 0.01 μL of H2O2. Four concentrations of the 
studied enzymatic entity were tested for each determination of specific enzymatic activity. 
Wells were filled first with a citrate phosphate buffer (pH = 5.20 ± 0.04) then with the TMB 
first and the H2O2. Wells were shacked for few seconds and thereafter the sample was 
introduced. Wells were quickly shacked and the kinetic was immediately launched. Kinetics 
were performed on 175s (one acquisition every 7s). A conformity control of the wells was 
carried out before adding the sample and a shake of the wells during 5s was made between 
each acquisition. Blank assays were performed for each analysis replacing the sample volume 
by citrate phosphate buffer and the blank assay results were subtracted to the enzymatic assay 
results for exploitation.   
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 Figure II.9 shows an example of spectrophotometric curves obtained in the conditions defined 
previously for tracer concentrations ranging from 1.07 ± 0.01 10-11 to 6.19 ± 0.06 10-11        
mol L-1 in equivalent of grafted probes (see Chapter I) which corresponds to a range of tracer 
concentrations comprised from 1.0 ± 0.1 108 to 6.0 ± 0.9 108 eq. pfu mL-1 in pfu equivalent.  
 
[traceur]3 = 4,96E-11 eq. mol L-1
y = 1,75E-03x
R2 = 9,98E-01
[traceur]4 = 6,19E-11 eq. mol L-1
y = 2,27E-03x
R2 = 9,95E-01
[traceur]2 = 2,13E-11 eq. mol L-1
y = 8,34E-04x
R2 = 9,96E-01



















Figure  II.9. Example of spectrophotometric curves obtained in the conditions defined previously for 
tracer concentrations expressed in equivalent of grafted probes ranging from 1.07 ± 0.01 10-11 to 6.19 
± 0.06 10-11 mol L-1 and corresponding to a range of tracer concentrations expressed in pfu equivalent 
comprised from 1.0 ± 0.1 to 6.0 ± 0.9 108 eq. pfu mL-1. 
 
d. Comparison and validation 
The amperometric measure was validated by comparing the reference spectrophotometric 
method to the amperometric one. Notably, the specific enzymatic activities of three enzymatic 
species (i.e. the enzyme, the enzymatic probe and the tracer) were measured by the two 
methods.  
The same enzymatic entities were analyzed by amperometry and spectrophotometry the same 
day in the same conditions. Each enzymatic entity were tested at high concentrations to 
compare the amperometry and the spectrometry methods with accuracy [complement II.4]. 
Dilutions of the enzymatic entities were made in ultrapure water just before measurements; a 
new dilution was made for each characterization. Lowest concentrations were always 
analyzed first.  
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 The detail of the measured slopes V0S (s-1) and V0A (A s-1) is given by enzymatic entity in 
Annexe II.2. Figures II.10 and II.11 plots the maximal initial production rates ViS and ViA 
(mol L-1 min-1) of TMBradical measured respectively by spectrophotometry (ViS) and by 
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Figure  II.10. Maximal initial production rates of TMBradical measured by spectrophotometry (ViS) versus 
the corresponding enzymatic entity concentrations. kcatS values are the slopes of the regression lines 
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Figure II.11. Maximal initial production rates of TMBradical measured by amperometry (ViA) versus the 
corresponding enzymatic entity concentrations. kcatA values are the slopes of the regression lines 




 Table II.5 gives the specific enzymatic activities of the different enzymatic entities tested, 
measured respectively by spectrophotometry (kcatS) and amperometry (kcatA). Incertitudes on 
the kcat values included incertitudes on V0 measures and on the concentrations of the 
enzymatic entities but also on the constants K and l.ε620nm. 
 
Table II.5. Specific enzymatic activities of the different enzymatic entities tested measured respectively 
by spectrophotometry (kcatS) and amperometry (kactA) at a temperature of 21°C. 
 kcatS  (min-1) kactA (min-1) 
Enzyme 1.69 ± 0.09 105 1.48 ± 0.12 105
Probe 1.27 ± 0.07 105 1.25 ± 0.10 105
Tracer 3.06 ± 0.17 104 3.00 ± 0.23 104
 
It can be observed a good concordance between the two methods (with a shift between the 
kcat values of 6% on average that is included in the experimental error). These results 
validated thus the amperometric method relatively to the spectrophotometric one. These 
experiments allowed also to put in evidence the greater sensibility of the amperometric 
method compared to the spectrophotometric method (by a 6.4 factor) [complement II.4].  
 
e. Current tracer threshold of the developed method 
The current tracer threshold of the developed amperometric method was determined 
experimentally by fixing the minimal measurable amperometric slope to 2.3 times the slope of 
the blank. In the experiments, the mean slope value of the blank was equal to 1.01 ± 0.07 10-10 
A s-1. The tracer threshold was obtained on 7.5 min for the maximum analyzed volume (i.e. 
30.0 mL) with tracers synthesized the same day as the characterization (with an average 
number of probes grafted per phage of 126 ± 38) and this threshold was found to be 2.9 ± 0.5 
106 pfu mL-1 in the studied sample.  
The high current threshold of the amperometric detection could notably be improved by using 
new enzymatic probes (available now in the market) that are nearly ten-times more sensitive 
than the probes used for the phage labelling in this study (according to data provider). 
Complementary ways to improve this threshold are proposed in [Complement II.5]. 
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 7. Application of the new method in filtration 
The developed method, based on the coupling of the new developed tracer and its 
amperometric detection, was used in global and dynamic filtration experiments to test the 
ability of the method to characterize different membrane behaviors and to characterize 
dynamics of retention. 
 
a. Filtration experiments, sampling and characterizations 
 
i. Preparation and characterization of the tracer suspensions 
Tracer suspensions were prepared in neutral PBS buffer solution, i.e. in the same matrix in 
which tracers were synthesized. Concentrations of the prepared tracer suspensions were 
comprised between 8.0 108 pfu mL-1 and 2.0 109 pfu mL-1. 
For each experiment, a calibration curve, giving the V0A amperometric slopes as a function of 
known tracer concentrations expressed in pfu equivalent, was made from the dilution of the 
prepared tracer suspension. A fraction of the prepared tracer suspension was then sampled at 
the beginning of the filtration experiment and kept in the same conditions as the suspension 
was used for the filtration in order to verify the stability of the enzymatic activity of the 
tracers during the experiment. 
 
ii. Membrane system 
These first filtration experiments were carried out in a dead-end mode and at constant 
transmembrane pressure (TMP). Figure II.12 illustrates the membrane system for flat sheet 
membranes used. An Amicon cell (from Millipore, France, Model 8050) without stirring with 
a membrane surface of about 12.5 cm2 was used for these experiments. This filtration cell was 
connected to a large inox vessel (5 L) containing the tracer suspension, to allow longer 
filtration times. Permeate volumes were monitored with an electronic balance. Before each 
















Figure II.12. Membrane system used for dead-end filtration experiments at constant TMP. 
Csuspension  is the tracer concentration in the tracer suspension and Cperm,i is the tracer permeate 
concentration at the time i.  
 
iii. Membranes 
Two flat sheet membranes were used for the filtration tests: an ultrafiltration UF membrane 
(from Novasep Process, Orelis, France) made in polyethersulfone (PES) with a 100 kD 
nominal cut off and a microfiltration MF membrane (from Alfa Laval, France) made in 
polysulfone (PS) with a mean pore size of 0.1 μm. In particular, the permeability to ultrapure 
water of the ultrafiltration membrane was LpoUF = 57 ± 4 L h-1 m-2 bar-1 at 20°C and the mean 
permeability to ultrapure water of the microfiltration membrane was LpoMF = 388 ± 49 L h-1 
m-2 bar-1 at 20°C on average. Membrane preparation and permeability investigation are 
detailed in Annexe II.3. 
 
iv. Filtration and sampling protocols 
 
1st. Global experiments 
These experiments consisted in analysing the whole permeates collected at the end of 
filtrations performed with different membranes (the ultrafiltration and the microfiltration 
ones) for the same filtration conditions in order to test the ability of the developed method to 
characterize different membranes behaviours. These experiments were performed at a 
constant TMP (0.56 ± 0.03 bar) by filtrating the same tracer suspension at a concentration of 
8.3 ± 1.3 108 eq. pfu mL-1. A same specific volume (55.5 ± 0.3 L m-2) of the tracer suspension 
was filtered for each tested membrane.  
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 2nd. Dynamic experiment 
The dynamic experiment was performed with the microfiltration membrane for filtration 
conditions similar to these used for the global experiment. This experiment was thus 
performed at a constant TMP of 0.56 ± 0.03 bar. In order to check the ability of the developed 
method to characterise a retention dynamics, ultrapure water was left in the filtration cell 
(about 70% of the cell contain). The drain of the cell filtration (Figure II.12) was thereafter 
opened in order to entirely complete the cell volume with the tracer suspension (at 1.2 ± 0.2 
109 eq. pfu mL-1) and the cell drain was then closed to filtrate the tracer suspension. All the 
permeate was regularly collected during filtration (each 24.2 mL on average).    
 
All samples were taken in glass containers to prevent adsorption phenomena. Samples were 
regularly stored at 4°C and were equilibrated few minutes at room temperature before 
analysis. The protocol used for amperometric characterizations is described in section 5.c.i. 




i. Global experiments 
Figure II.13 shows the amperometric responses obtained by analyzing the tracer suspension 
and the permeates collected at the end of the filtration for the microfiltration membrane (MF) 



























Figure II.13. Amperometric responses obtained by analyzing the tracer suspension and the permeates 
collected at the end of the filtration for the microfiltration membrane (MF) and the ultrafiltration 
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 membrane (UF). (TMP = 0.56 ± 0.03 bar; LpoUF = 57 ± 4 L h-1 m-2 bar-1 at 20°C; LpoMF = 362 ± 46 L h-1 
m-2 bar-1 at 20°C). 
 
The amperometric response obtained for the MF permeate put in evidence that tracers passed 
through this membrane at a concentration lower than this in the tracer suspension as the slope 
of the MF permeate is lower than the slope related to the tracer suspension. The response 
relative to the UF permeate was in particular similar to the blank, which means that there was 
no detection of the tracers in the UF permeate. 
 
Table II.6 gives the corresponding tracer concentrations in the permeate deduced from the 
obtained amperometric analyses shown in Figure II.13. 
 




MF permeate 5.2 ± 0.8 107 
UF permeate No detection 
 
The results presented in Figure II.13 and Table II.6 underlines thus the ability of the 














 ii. Dynamic experiment 
From the previous results, tracers passed through the microfiltration membrane. This 
membrane was thus used in the dynamic experiment. Figure II.14 shows the tracer 
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Figure II.14. Tracer concentrations in the permeate versus the specific filtrated volume (TMP = 0.56 ± 
0.03 bar; LpoMF = 413 ± 52 L h-1 m-2 bar-1 at 20°C). 
 
Results shown in Figure II.14 put in evidence that tracers passed through the membrane as 
soon as the tracer suspension was filtrated (i.e. for positive specific filtrated volumes) due to 
the melting of the tracer suspension to the water left in the cell (induced by the cell drain 
aperture just before the filtration). Then, the tracer concentration in the permeate increased 
with the filtrated volume (i.e. with the renewal of the cell contain) until a pseudo-stabilization. 
These results showed thus the ability of the developed method to characterize the dynamics of 
tracer retention (in the detection limits).  
 
It could be noted that the error on the tracer concentrations takes here only into account the 
experimental error on the amperometric measure and does not include the errors coming from 
the quantification of the native phage stock concentration and the HPLC-SEC peak area 
measurement (Chapter I) as these errors are inherent to the absolute tracer concentration 
values and do not impact the tracer concentration variations. 
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 Figure II.15 superposes the results obtained for the global experiment with the microfiltration 
membrane and for the dynamic experiment, on the portion where the tracer concentration in 
the permeate could be considered as stable in the dynamic experiment. In fact, the operating 
conditions (TMP, the tracer suspension concentrations, the membrane permeabilities LpoMF at 
20°C and the specific filtrated volumes) were very close for these two experiments. The 
operating conditions for these experiments and the mean tracer concentration in the permeate 
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Figure II.15. Superposition of the results obtained with the microfiltration membrane during the global 
experiment and the dynamic  one. 
 
Table II.7. Operating conditions applied for the global and the dynamic experiments as well as the 
mean tracer concentrations <Cperm> in the permeate for each of these experiments. 
 
<Cperm>   
(eq. pfu mL-1) 
LpoMF  at 20°C 









5.2 ± 0.8 107 362 ± 46 55.5 ± 0.3 0.56 ± 0.03 8.3 ± 1.3 108
Dynamic 
experiment 




In the case of the global retention, the mean tracer concentration was obtained by analyzing 
the whole permeate collected during the filtration whereas for the dynamic experiment, the 
mean tracer concentration was the average of the tracer concentrations measured in the 
permeate samples regularly collected during filtration. Figure II.15 and Table II.7 showed in 
particular that the mean tracer concentrations in the permeate for the global and the dynamic 
experiments were of the same order of magnitude, which is an encouraging result towards the 
reproducibility of the method. 
 8. Conclusion 
A new method based on the use of a new tracer that can be directly quantified by 
amperometry was developed to characterize the dynamics of retention of membrane systems. 
This new tracer is a MS2 bacteriophage grafted on its surface by enzymatic probes. This 
paper focused on the development of the amperometric detection. In particular, this detection 
is fast as it requires less than 10 minutes for analysis and allows to analyze, at the laboratory 
scale, large volumes (from 1 to 30 mL) compared to the fastest quantification techniques of 
native bacteriophages. This amperometric technique enabled in particular to analyze the 
whole permeate for each filtration experiment performed in this study. This method was 
notably used in neutral phosphate buffer and ultrapure water but could also be applied in 
drinking water. Moreover, this detection method could be applied inline by using an 
amperometric flow cell.  
However, a classic amperometric cell requiring a batch sampling was preferred for the 
method development in order to decrease the number of experimental parameters of the 
measure system. Notably, the polarization potential (0,240 ± 0.001 V related to an Ag/AgCl 
reference electrode) was chosen so as to impose the TMBradical reduction reaction at the 
working electrode and a diffusion state. The active area and the rotation velocity of the 
working electrode (respectively a platinum disc of 5 mm diameter and a rotation velocity of 
1130 tr min-1) were defined so that the consumption of TMBradical at the working electrode is 
minimal. In these conditions, the diffusion law constant K was experimentally determined and 
found to be 0.173 ± 0.009 A L mol-1.     
Then, the specific enzymatic activities measures of three different enzymatic species (free 
HRP, free enzymatic probes and tracers) were performed with TMB by amperometry and by 
spectrophotometry (that was considered as the reference method) and allowed to validate the 
amperometric measure on high concentration area. The amperometric measure was then used 
in lower tracer concentration area.  
Filtration experiments consisting in injecting tracers in the feed and monitoring the tracer 
presence in the permeate by the developed amperometric detection allowed in a third stage to 
validate the developed method. In particular, global experiments put in evidence the ability of 
this method to differentiate membrane behaviors and a dynamic experiment showed the 
ability of the method to characterize dynamics of retention. 
This method meets thus many required criteria for the aimed application, it means the 
characterization of the dynamics of retention of membrane systems directly on the membrane 
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 systems. However, this method presents some limitations and notably a high detection 
threshold (2.9 ± 0.5 106 eq. pfu mL-1). Improvements of this high detection threshold are 
possible, notably using enzymatic probes more nearly 10-time more sensitive than the ones 
currently used for the phage labelling. Another limitation lies in the necessity to use and to 
quantify tracers on a short period after their synthesis (≤ 8h) so as to ensure a stable enzymatic 
activity of the tracer. This limitation could be overcome by improving the tracer purification 
protocol (see Chapter I). 
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 1. Introduction 
Les études menées aux Chapitres I et II ont permis le développement et la caractérisation d’un 
nouveau mime de virus ainsi que la mise au point et la validation de la méthode 
ampérométrique permettant sa détection en filtration. Le nouveau traceur et sa détection 
ampérométrique ont ainsi été utilisés pour débuter une caractérisation de la dynamique de 
rétention de systèmes membranaires. 
Quelques études ont notamment mis en évidence l’influence de divers paramètres opératoires 
ou du système sur la rétention en virus ou en bactériophages à l’échelle d’un module ou d’une 
cellule de filtration, en particulier: la pression transmembranaire [Akhangelsky et al., 2008 ; 
Madaeni et al., 1995], la présence de turbité, de biomasse (E.Coli) ou de coagulants dans 
l’alimentation à traiter [Madaeni et al., 1995 ; Fiksdal et al., 2006 ; Zhu et al., 2005], l’état de 
colmatage des membranes [Farahbakhsh et al., 2004], la concentration en virus dans 
l’alimentation [Farahbakhsh et al., 2004], le pH du liquide d’alimentation à traiter [Herath et 
al., 1999], les interactions hydrophobes et électrostatiques [Voorthuizen et al., 2001], la 
présence de défauts dans les membranes [Dwyer et al., 1995 ; Pontius et al., 2009 ; Pierre(b) et 
al ., 2009 ; Pierre-Collet et al., 2009 ; Urase et al., 1996] et la nature du virus elle-même 
[Langlet(b) et al ., 2009 ; Matsushita et al., 2009 ; Pierre(a) et al ., 2009]. Dans toutes ces 
études, les seules méthodes de quantification de virus ou de bactériophages mises en jeu sont 
le dénombrement des plages de lyses ou la PCR quantitative [Humbert et al ; 2009].  
L’influence de la pression transmembranaire sur la rétention globale a en particulier été 
étudiée sur des membranes d’ultrafiltration [Arkhangelsky et al. , 2008] et des membranes de 
microfiltration [Madaeni et al., 1995] en mode de filtration frontale. La rétention globale est 
définie comme le ratio de la concentration d’alimentation sur la concentration dans le perméat 
en fin de filtration. La rétention globale d’un système membranaire est souvent exprimée en 
LRV (Log Removal Value) qui est le logarithme en base 10 de la rétention globale. 
Arkhangelsky et al. ont notamment mis en évidence que de plus fortes pressions 
transmembranaires (PTM) conduisent à une réduction de la rétention globale pour chacun des 
trois bactériophages testés (T4, MS2 et X174). Cette étude a également mis en évidence (par 
des mesures au microscope à force atomique et des tests de transport de soluté) un 
élargissement de la taille des pores des membranes neuves d’ultrafiltration (avant filtration) 
avec la PTM. L’étude suggère que la diminution de la rétention observée avec la PTM 
pourrait être due à ce phénomène. Madaeni et al. ont observé un comportement similaire avec 
une membrane de microfiltration. D’autre part, Madaeni et al. ont aussi montré l’influence 
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 bénéfique de la présence de turbidité et de biomasse dans l’alimentation à traiter sur la 
rétention à faible PTM. D’autres études [Fiksdal et al., 2006, ; Zhu et al., 2005] ont également 
mis en évidence le rôle bénéfique de la pré-coagulation/flocculation sur la rétention en 
bactériophages MS2 de membranes de microfiltration, en modes frontal et tangentiel et à 
faible PTM.  
L’influence possible sur la rétention d’autres paramètres des eaux à traiter a également été 
recherchée, en particulier celle du pH [Herath et al., 1999]. Dans cette étude, la rétention en 
divers coliphages (MS2, Qβ et T4) a été évaluée en microfiltration frontale et à PTM 
constante pour différents pH de la suspension d’alimentation en bactériophages (les 
bactériophages ayant été dilués dans de l’eau propre). Cette étude a démontré que, pour les 
trois bactériophages testés, la rétention est plus forte pour les faibles pH que pour les forts pH. 
De plus, la rétention la plus élevée a été observée pour chacun des virus à un pH proche de 
son point isoélectrique.  
D’autres phénomènes au voisinage des membranes peuvent également être mis en cause dans 
la rétention membranaire, comme par exemple les interactions hydrophobes et électrostatiques 
qui peuvent exister entre le virus à retenir et la surface de la membrane [Voorthuizen et al., 
2001]. Dans cette étude, la rétention en bactériophages MS2 de membranes de microfiltration 
hydrohobes et hydrophiles a été caractérisée en fonction de la présence de sels (NaCl et 
CaCl2) dans la suspension d’alimentation à traiter. Les interactions hydrophobes sont 
majoritairement favorables à la rétention (comparativement à la membrane hydrophile) et ces 
interactions sont d’autant plus influentes que des sels sont présents. Ces deux dernières études 
citées : [Herath et al., 1999] (influence du pH) et [Voorthuizen et al., 2001] (influence des 
interactions hydrophobes) soulignent le fait que la nature même des virus choisis pour évaluer 
la rétention peut avoir un effet sur la rétention. En particulier, Pierre et al. [Pierre(a) et al ., 
2009] ont comparé les performances de rétention de membranes vis-à-vis du bactériophage 
MS2 et du bactériophage Qβ et n’observent aucune différence entre ces deux bactériophages 
dans le cas d’une quantification par énumération directe des plages de lyses. Toutefois le 
bactériophage Qβ s’est révélé être celui donnant une rétention la plus faible dans le cas d’un 
dénombrement par PCR quantitative. L’étude conduite par Matsushita et al. [Matsushita et al., 
2009] a cherché un mime (en termes de comportement en filtration) du virus norovirus 
extrêment pathogène et a montré que, dans un cas de filtration donné, les bactériophages MS2 
et Qβ peuvent être utilisés comme mimes de ce virus.   
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 L’état de colmatage des membranes peut aussi jouer un rôle sur les performances de rétention 
des membranes. C’est ce qu’a en particulier montré l’étude conduite par Farahbakhsh et al. 
[Farahbakhsh et al., 2004] qui a évalué l’efficacité d’un pilote de microfiltration à retenir des 
bactériophages présents dans des effluents secondaires en filtration frontale et à pression 
constante. Dans cette étude, la rétention a été caractérisée en cours de filtration (sur 150h 
environ) en fonction du colmatage (organique et inorganique résultant de la filtration 
d’effluents secondaires) et de la concentration d’alimentation en virus. L’étude montre que (1) 
le colmatage est bénéfique à la rétention en virus et (2) qu’une augmentation de la 
concentration en coliphages dans l’alimentation provoque le passage d’un plus grand nombre 
de virus pour une membrane propre mais a peu d’impact lorsque la membrane est colmatée. 
Enfin, l’influence de la présence de défauts dans la membrane sur la rétention globale a 
également été étudiée [Pontius et al., 2009 ; Pierre-Collet et al ., 2009 ; Urase et al., 1996]. 
Les travaux de Urase et al. ont mis en évidence que la présence dans la membrane de pores 
anormalement larges peut être à l’origine d’une chute de la rétention en bactériophages (Qβ et 
T4).  L’étude conduite par Pontius et al. a d’autre part étudié l’impact d’un défaut d’environ 
100 μm sur des membranes planes d’ultrafiltration et de microfiltration (hydrophobes et 
hydrophiles), avec un rapport moyen surface membranaire / surface du défaut de 4 104. 
L’abattement (ou rétention) de ces membranes en bactériophages MS2 s’est effondré dans 
tous les cas (tendant vers zéro) comparativement aux abattements obtenus avec les mêmes 
membranes intègres. Enfin, Pierre et al. [Pierre(b) et al ., 2009] ont récemment étudié 
l’influence de la présence de défauts de 25 μm sur la rétention en bactériophages MS2 de 
membrane d’ultrafiltration (avec un rapport moyen surface membranaire / surface du défaut 
de 2 107) et ont mis en évidence une chute significative de la rétention en présence de ces 
défauts.  
 
En conclusion, il apparait que les performances des membranes sont dépendantes des 
conditions opératoires de filtration. Or, les conditions opératoires sont susceptibles de varier 
en cours d’utilisation des membranes du fait du mode opératoire. Citons par exemple 
l’augmentation progressive de la pression transmembranaire lors d’un fonctionnement à flux 
constant ainsi que l’alternance de la présence ou non de colmatage sur la membrane (fin du 
cycle de filtration/début de cycle de filtration). 
L’objectif de ce Chapitre III est de mettre en œuvre la méthode de détection mise au point 
dans les deux chapitres précédents pour caractériser certaines dynamiques de rétention en 
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 fonction de paramètres du procédé et de leur modification en cours de filtration . L’objectif ici 
n’est pas de faire une étude exhaustive des dynamiques de rétention, mais d’étudier à titre 
d’exemple préliminaire l’influence de certains paramètres et d’évaluer quelles types 
d’informations peuvent être apportées par notre méthode. Comme l’état de l’art précédent a 
mis en évidence l’effet de la PTM et de la présence de défauts dans les membranes sur la 
rétention globale nous avons choisi d’étudier l’influence de ces paramètres sur la dynamique 
de rétention.  
Un des intérêts majeurs de la nouvelle méthode de détermination de la rétention est d’être à 
terme applicable en ligne. Cependant, dans notre étude, elle a volontairement été utilisée en 
batch, pour réduire le nombre de paramètres opératoires du système et faciliter la mise au 
point et la validation de la méthode (voir Chapitre II). D’autre part, le seuil de détection de 
cette méthode est encore relativement haut (Chapitre II), ce qui nécessite pour l’heure 
d’utiliser des membranes laissant passer les traceurs en quantité suffisante pour pouvoir être 
détectés dans le perméat. De ce fait, une membrane plane de microfiltration en polysulfone de 
taille moyenne de pores 0,1 μm et un module de fibres creuses d’ultrafiltration en acétate de 
cellulose dont une des fibres présente un trou calibré de 25 μm réalisé au laser (qui traverse la 
fibre dans son épaisseur) ont été choisies. Ces membranes ont toutes été utilsées en mode 
frontal à PTM constante. L’influence de la PTM sur la dynamique de rétention d’un système 
membranaire donné dans des conditions de filtration données a été caractérisée avec la 
membrane plane de microfiltration, en appliquant un échelon de pression en cours de 
filtration. L’étude de l’influence de la présence de défauts a été réalisée avec le module 
d’ultrafiltration présentant un trou sur l’une de ses fibres. L’influence du vieillissement des 
membranes sur les dynamiques de rétention a aussi été étudiée. La membrane de 
microfiltration a été vieillie par contact chimique au chlore car le chlore est agent désinfectant 
couramment utilisé dans les unités de production des eaux potables et responsable d’un 
vieillissement de certains matériaux polymériques. Le module à quant à lui été congelé car la 
congélation était susceptible d’entraîner des défauts supplémentaires sur le module (d’après le 
retour d’expériences d’un de nos partenaires industriels et fournisseur du module : 
Aquasource). 
Les résultats sont présentés en termes de rétention observée par rapport à l’alimentation Ralim 
(définie comme le ratio de la concentration d’alimentation sur la concentration du perméat 
collecté à un instant donné de la filtration ou à un volume filtré donné) et qui caractérise les 
performances de rétention du procédé membranaire au cours du temps ou du volume filtré 
mais aussi en termes de rétention membranaire apparente Rapp (définie comme le ratio de la 
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 concentration du rétentat sur la concentration du perméat collecté à un instant donné de la 
filtration ou à un volume filtré donné) qui caractérise les performances de rétention de la 
membrane en cours de filtration.  
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 2. Matériels et méthodes 
Les expériences de filtration présentées ici ont toutes été conduites en mode frontal et à 
pression transmembranaire (PTM) constante. Deux systèmes membranaires ont été utilisés : 
un système pour membranes planes et un système pour module de fibres creuses.  
 
a. Suspension de  traceurs  
Une suspension de traceurs est filtrée au cours du temps. Dans ces expériences de filtration, 
les concentrations des suspensions de traceurs varient entre 8,0 108 eq. pfu mL-1 et 2,0 109 eq. 
pfu mL-1. Ces suspensions sont préparées en diluant les traceurs dans de la solution tampon 
phosphate neutre (PBS) commerciale, c’est-à-dire dans le même solvant que celui dans lequel 
les traceurs sont synthétisés (voir Chapitre I, [complément I.1]). Avant utilisation de la 
suspension de traceurs, une fraction de cette suspension est utilisée pour établir la courbe de 
calibration donnant les concentrations en traceurs exprimées en équivalents de phages natifs 
en fonction des pentes des réponses ampérométriques correspondantes (donnant l’intensité du 
courant en fonction du temps) et ensuite pour constituer un échantillon témoin de cette 
suspension pour vérifier la stabilité de l’activité enzymatique des traceurs au cours des 
expériences. 
Les traceurs sont produits et caractérisés, selon les méthodes décrites dans le Chapitre I, le 
jour même de chaque expérience de filtration afin de bénéficier d’une activité enzymatique 
des traceurs forte et stable.  
 
b. Système membranaire pour membranes planes 
 
i. Descriptif du système et protocole d’échantillonnage 
La Figure III.1 illustre le système membranaire pour membranes planes mis en jeu ici. Celui-
ci est le même que celui utilisé dans les expériences de filtration du Chapitre II. Ce système 
est donc une cellule de filtration (Millipore, France, modèle 8050) non agitée, de surface 
filtrante 12,57 ± 0,25 cm2, alimentée en continu via un réservoir d’alimentation en inox (5L). 
Le volume de la cellule remplie à bloc est Vcell = 69,89 ± 4,82 mL. Un by-pass permet 
également de ne filtrer que le contenu de la cellule de manière à récupérer le rétentat. Les 
volumes de perméat sont déterminés au cours du temps avec une balance électronique. Le 


















Figure III.1. Système membranaire pour membranes planes utilisé.  
 
La concentration d’alimentation Calim est mesurée en entrée de cellule. Le perméat est 
collecté régulièrement (aux instants i) dans sa totalité au cours de la filtration (concentration 
Cpermi et volume Vpermi). A la fin de chaque expérience de filtration, le rétentat restant dans 
la cellule (volume Vretf) est prélevé pour analyse.  
 
Avant chaque expérience, le système est désinfecté pour éviter toute contamination 
microbienne des membranes ou des fluides à filtrer, puis il est lavé à l’eau ultrapure 
(protocole décrit en Annexe III.1). 
 
ii. Dosages ampérométriques 
Toutes les collectes ont été réalisées dans des contenants en verre afin de limiter les 
phénomènes d’adsorption et les échantillons collectés ont été stockés à 4°C avant leur 
caractérisation ampérométrique. Tous les dosages ampérométriques ont été réalisés le jour 
même de chaque expérience de filtration. Enfin, pour chaque expérience de filtration, un 
blanc est réalisé sur le temps maximal d’analyse (soit 15 min) et le blanc est soustrait à toutes 
les réponses ampérométriques obtenues (voir Chapitre II).  
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 iii. Membranes : préparation et perméabilités. 
Les expériences de filtration en dynamique ont été conduites avec le même type de membrane 
que les expériences de rétention globale réalisées dans le Chapitre II, à savoir une membrane 
de microfiltration en polysulfone (PS) de taille moyenne de pores de 0,1 μm (Alpha Laval, 
France) car il a été mis en évidence que cette membrane laisse passer des traceurs à faible 
PTM. Dans cette étude, une première expérience de filtration en dynamique a été conduite 
avec une membrane neuve (notée MF neuve) et une seconde avec une membrane vieillie 
(notée MF vieillie). L’état vieilli de la seconde membrane testée a été obtenu en laissant cette 
membrane immergée pendant un mois dans de l’eau ultrapure chlorée à 5 ppm. La 
perméabilité Lpo des membranes avant filtration est mesurée à l’eau ultrapure et au tampon 
PBS neutre pour chaque expérience. Le Tableau III.1 donne les perméabilités Lpo à 20°C des 
membranes testées ici, mesurées à l’eau ultrapure et au PBS (respectivement (Lpo,eau et 
Lpo,PBS). Les protocoles de déconditionnement et de mesures des perméabilités sont donnés 
en Annexe III.2.   
 
Tableau III.1. Perméabilités Lpo à 20°C des membranes testées, obtenues à l’eau ultrapure et au 
tampon PBS neutre avant les expériences de filtration.   
Membrane Lpo,eau à 20°C 
(L h-1 m-2 bar-1)
Lpo,PBS à 20°C 
(L h-1 m-2 bar-1)
MF neuve 413 ± 52 437 ± 59 
MF vieillie 1519 ± 101 1342 ± 181 
 
Le Tableau III.1 met en évidence l’effet du vieillissement de la membrane par contact 
chimique au chlore sur la perméabilité. En effet, la perméabilité de la membrane vieillie (MF 
vieillie), à l’eau ou au PBS, est près de trois fois celle de la membrane neuve (MF neuve). 
Une étude sur le vieillissement au chlore de membranes en polysulfone a montré qu’un 
mécanisme oxydatif du chlore conduisant à une rupture des chaînes carbonées [Causserand et 
al., 2008] pourrait être à l’origine d’un tel phénomène dans les conditions de pH où le 
vieillissement a été réalisé (à pH proche de 5). D’autre part, aucune différence significative 
entre la perméabilité Lpo à l’eau ou au PBS n’a pu être mise en évidence, quelle que soit la 
membrane testée. 
A la fin de chaque filtration, les membranes sont retirées de la cellule et immergées pendant 
au moins 4h dans de l’eau ultrapure puis rincées plusieurs fois à l’eau ultrapure de manière à 
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 évaluer la perméabilité Lpf à 20°C des membranes à l’eau ultrapure en fin de filtration, 
donnant ainsi une information sur le colmatage des membranes.  
 
iv. Protocole de filtration : Etude de la dynamique de rétention et de 
l’influence de la PTM 
Pour chacune des expériences conduites avec la membrane neuve ou la membrane vieillie, un 
liquide de référence  exempt de traceurs, i.e. eau ultrapure ou solution tampon PBS, a d’abord 
été filtré à la même PTM que celle utilisée pour la filtration des traceurs. Cette étape a permis 
d’une part de laisser un résiduel de liquide de référence dans la cellule de filtration en vue de 
caractériser la dynamique de passage des traceurs au travers de la membrane pour une PTM 
donnée mais a aussi permis de caractériser la perméabilité de la membrane avant filtration de 
la suspension de traceurs. En particulier, un volume du résiduel Vres de liquide de référence 
est laissé dans la cellule (Vres = 49,0 ± 2,5 mL). 
Un échelon positif de pression transmembranaire a été également été appliqué en cours de 
filtration afin de caractériser la dynamique de rétention en traceurs des membranes testées en 
fonction de la PTM.  
 
Le Tableau III.2 ci-dessous récapitule les conditions opératoires mises en œuvre au cours de 
ces deux expériences : les PTM (bar) appliquées, les volumes filtrés Vfiltration (mL) et les temps 
de filtration tfiltration (min) correspondants, les concentrations en traceurs (eq. pfu mL-1) Calim 
en entrée de cellule de filtration et les quantités totales de traceurs injectées dans le système 
membranaire Qalim (eq. pfu) au cours de chaque expérience. Le calcul de la quantité Qalim 
prend en compte la quantité de traceurs présente initialement dans la cellule. 
 
Tableau III.2. Conditions opératoires mises en œuvre pour les expériences de filtration en dynamique 







(mL ± 0.01 mL)
Calim          
(eq. pfu mL-1) 
Qalim 
(eq. pfu) 
PTM1 = 0,56 27,6 120,87 Expérience 1 
MF neuve PTM2 = 0,88 14,3 73,25 
2,6 ± 0,1  108 5,6 ± 0,6 1010 
PTM3 = 0,30  33,1 192,42 Expérience 2 
MF vieillie PTM4 = 0,63 17,2 120,26 




 Les pressions des premiers paliers de pression (PTM1 et PTM3) ont été choisies en fonction 
de la perméabilité initiale des membranes de telle sorte que le flux maximal à travers les 
membranes autorise une collecte du perméat sur un intervalle de temps suffisant (entre 3 et 5 
min). De plus, un même incrément de pression de 0,33 ± 0,01 a été choisi pour les deux 
expériences. Enfin, les temps de filtration sur chaque palier de pression ont été fixés tels que 
le nombre de prises de perméat collectées en cours de filtration soit inférieur au nombre 
maximal de prises de perméat analysables dans une journée d’expériences (10 environ). A 
l’heure actuelle, le nombre maximal d’échantillons (suspension initiale de traceurs, 
alimentation, perméat, rétentat, témoin de l’alimentation) analysables sur une journée par 
cette méthode est de 25 échantillons.  
Les conditions choisies pour l’expérience 2 ont permis de suivre la concentration de traceurs 
dans le perméat en cours de filtration sur des volumes plus grands que l’expérience 1. Ce 
choix a été en particulier justifié par les résultats obtenus à l’expérience 1.  
 
c. Système membranaire pour modules de fibres creuses 
 
i. Module : caractéristiques et préparation 
Un même module (Aquasource, Toulouse, France) a été utilisé dans les expériences de 
filtration conduites ici. Ce module est constitué de 15 fibres d’ultrafiltration de type interne-
externe en acétate de cellulose (AC) de perméabilité fournisseur donnée à 260 ± 40 L h-1 bar-1 
m-2 à 20°C, de seuil de coupure 100 kDa et de taille moyenne de pores 0,01 μm. Une des 
fibres de ce module a été volontairement endommagée en son milieu par un laser et présente 
un trou de 25 μm. L’image MEB de ce défaut a pu être obtenue après autopsie du module 
réalisée à la fin des expériences ; la fibre trouée et le trou ont notamment été repérés par un 
test d’intégrité des fibres de ce module à l’air. Le trou est net et traverse la peau et le support 
de la membrane mais ne transperce pas la face de la fibre opposée au trou. En particulier, le 
rapport surface membranaire / surface du défaut est de 2,14 107. Le carter dans lequel sont 
introduites les fibres est un carter en PVC de longueur 30,0 ± 0,1 cm et de diamètre interne 






 Tableau III.3. Caractéristiques principales du module de fibres creuses utilisé. 
Nombre de fibres 15 
Diamètre intérieur d’une fibre (mm) 0,93 ± 0,02 
Epaisseur des fibres (mm) 0,73 ± 0,04 
Section d’une fibre (m2) 6,79 10-7 ± 2,92 10-8 
Longueur utile d’une fibre (cm) 24,0 ± 0,5 
Surface filtrante du module (cm2) 105,18 ± 4,45 
Volume interne des fibres du module (mL) 2,45 ± 0,16 
Volume perméat du module (mL) 34,50 ± 3,18 
 
Ce module avait notamment déjà été utilisé par nos partenaires du Projet POME, par G. Pierre 
dans sa thèse. Ce module a été utilisé tel quel lors d’une première expérience de filtration et à 
l’état vieilli lors d’une seconde expérience. L’état vieilli du module pour la seconde 
expérience est notamment obtenu après deux jours de congélation douce du module (à des 
températures supérieures à –10°C) mis sous eau chlorée. Par la suite, le module dans son état 
initial sera noté « Module non vieilli » et le même module vieilli sera noté « Module vieilli ». 
Le Tableau III.4 donne les perméabilités à l’eau ultrapure avant filtration Lpo à 20°C du 
même module testé ici à l’état non vieilli et à l’état vieilli. Les protocoles de 
déconditionnement et de mesures des perméabilités sont donnés en Annexe III.2.   
 
Tableau III.4. Perméabilités Lpo à 20°C du module testé à l’état non vieilli et vieilli, obtenues à l’eau 
ultrapure et au tampon PBS neutre avant les expériences de filtration.  
 Lpo,eau à 20°C 
(L h-1 m-2 bar-1)
Lpo,PBS à 20°C  
(L h-1 m-2 bar-1) 
Module non vieilli 243 ± 20 218 ± 16 
Module vieilli 187 ± 15 195 ± 14 
 
D’après le Tableau III.4, les perméabilités Lpo mesurées à l’eau et au PBS ne montrent pas de 
différences significatives, quel que soit l’état du module testé (non vieilli ou vieilli). En 
particulier, le module à l’état non vieilli a des perméabilités à l’eau et au PBS proches des 
données fournisseur pour un module intègre (260 ± 40 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C). Ainsi, la 
présence du trou de 25 μm n’a donc pas entraîné de modifications mesurables de la 
perméabilité. En effet, ce trou intervient peu sur le transfert global d’eau compte-tenu que le  
débit du trou (estimé par la loi de Hagan-Poiseuille) ne représente que 1% à 4% (dans le pire 
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 cas) du débit global du module. D’autre part, le module vieilli a une perméabilité plus faible 
que le même module à l’état non vieilli (21% de moins en moyenne), ce qui pourrait être 
expliqué par un débobinage des chaînes carbonées de la membrane sous l’effet de la 
congélation douce. Classiquement, une congélation forcée (à des températures inférieures à    
-20°C) conduit jusqu’à la rupture des chaînes carbonées.  
 
A la fin de chaque expérience, le module est lavé (voir Annexe III.2) et la perméabilité du 
module après lavage (soit Lpf) est  déterminée à l’eau ultrapure à 20°C. 
 
ii. Descriptif du système membranaire  
La Figure III.2 illustre le système membranaire pour modules de fibres creuses mis en jeu ici. 
La Figure III.2a présente le circuit de filtration. Pour toutes les expériences de filtration 
frontale réalisées ici, de la solution tampon phosphate neutre commerciale (PBS) diluée deux 
fois dans de l’eau ultrapure (de concentrations en phosphate et en sels respectivement 50 mM 
et 75 mM) est utilisée comme liquide de référence. Cette solution tampon, introduite dans un 
grand réservoir (20L) en Nalgene, alimente le système membranaire via une pompe 
volumétrique (PCM Moineau modèle 0.03ID10, PCM, France). L’injection de la suspension 
de traceurs est réalisée via une pompe péristaltique (Minipuls 2, Gilson, France) suivant un 
type échelon à l’entrée du module. Le tuyau d’alimentation de la pompe péristaltique est 
choisi le plus court possible (environ 30 cm). La concentration d’alimentation en traceurs 
Calim est celle à l’entrée de module et le débit d’alimentation du module est noté qalim. Le 
perméat est collecté directement à la sortie du module (c’est-à-dire qu’aucun tuyau n’est placé 
entre cette sortie et le point de collecte). Le perméat est collecté régulièrement (aux instants i) 
dans sa totalité au cours de la filtration (concentration Cpermi et volume Vpermi 
respectivement). Les volumes Vpermi de perméat sont mesurés grâce à une balance 
électronique. Une sonde de température et un capteur de pression sont placés avant le module.  
A la fin de la filtration, le volume contenu dans les fibres (appelé ici rétentat) est récupéré 
directement en sortie de module en faisant circuler de la solution tampon dans les fibres à la 
vitesse de 0,44 ± 0,02 m s-1 ; un volume Vretf  correspondant à environ 35 fois le volume des 
fibres est ainsi collecté pour analyse.  
Enfin, les eaux de rétrolavages sont recueillies en entrée et en sortie du module selon le circuit 
schématisé en Figure III.2c. Le rétrolavage est effectué à 1,00 ± 0,25 bar avec de l’eau 
ultrapure jusqu’à collecter environ 3 fois le volume de perméat du module. Les rétrolavages 
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 sont collectés dans un liquide de référence différent du tampon PBS : leur caractérisation a 
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Figure III.2c. Circuit de rétrolavage 
Figure III.2. Système membranaire utilisé pour le module à fibres creuses. 
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 Avant chaque expérience, le système est désinfecté pour éviter toute contamination des 
membranes ou des fluides à filtrer puis lavé à l’eau ultrapure (protocole décrit en Annexe 
III.1). Le système de filtration (dont le volume mort est de l’ordre de 0,5L) est alors purgé au 
préalable avec environ 1L de la solution tampon. 
 
iii. Dosages ampérométriques. 
Les dosages des échantillons sont tous réalisés dans des contenants en verre et selon le même 
protocole que celui suivi pour les expériences avec membranes planes.  
 
iv. Protocole de filtration : Etude de la dynamique de rétention et de 
l’influence du temps d’injection 
L’injection des traceurs est réalisée suivant un type échelon. 
Avant application de l’échelon de traceurs, 10,8 ± 1,0 L m-2 de solution tampon PBS sont 
filtrés au même débit de la pompe volumétrique que celui appliqué au cours de l’expérience 
de filtration et le flux de la solution tampon est relevé. Après application de l’échelon, de la 
solution tampon est filtrée seule (sur une durée de filtration 2,7 ± 0,2 fois plus grande en 
moyenne que le temps d’injection). La Figure III.3 ci-dessous résume les conditions 
opératoires choisies pour les deux expériences réalisées, la première avec le module à l’état 
non vieilli et la seconde avec le même module à l’état vieilli. Les conditions opératoires 
données sont : la concentration d’alimentation en traceurs à l’entrée du module (Calim) (eq. 
pfu mL-1), le débit d’alimentation à l’entrée du module (qalim) (L h-1), le temps d’injection 
(min), la quantité totale de traceurs injectée dans le module (Qalim) (eq. pfu) et la pression Pe 
à l’entrée du module (bar).  
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 [Traceur] dans 
l’alimentation 
Temps (min)     
0     15          59
Pe1 = 0,96 ± 0,01 bar
qalim = 2,02 ± 0,01 L h-1
Calim = 1,9 ± 0,1 108 eq. pfu mL-1
Qalim = 9,8 ± 0,3 1010 eq. pfu 
Pe2 = 0,88 bar Pe2 = 0,88 ± 0,01 bar
[Traceur] dans 
l’alimentation 
Temps (min)     
0       5           18
Pe4 = 0,71 bar Pe4 = 0,71 ± 0,01 bar
Pe3 = 0,78 ± 0,01 bar
qalim = 2,04 ± 0,01 L h-1
Calim = 1,3 ± 0,1 108 eq. pfu mL-1
Qalim = 2,2 ± 0,1 1010 eq. pfu 
Expérience module initial Expérience module vieilli  
Figure III.3. Principe des expériences de filtration en dynamique conduites avec le module 
d’ultrafiltration présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres. 
 
Le débit d’alimentation qalim a été choisi de telle sorte que la pression Pe en entrée de module 
soit inférieure à la pression maximale de fonctionnement des fibres qui est de de 1,5 bar selon 
les données fournisseur. Une légère surpression (de l’ordre de 0,08 bar) a pue être mise en 
évidence au moment du branchement de la pompe péristaltique. La concentration 
d’alimentation Calim a été choisie aux alentours de 108 eq. pfu mL-1 pour les deux 
expériences, ce qui correspond aux concentrations en virus classiquement utilisées pour 
caractériser la rétention de systèmes membranaires. Enfin, le temps d’injection de la première 
expérience a été fixé à environ 15 min pour suivre la concentration de traceurs dans le 
perméat sur un grand volume filtré. Le nombre d’échantillons analysables dans une journée 
étant limité, la fréquence d’échantillonnage du perméat est d’autant plus petite que le temps 
d’injection est grand. Aussi, un temps d’injection de 5 min a été choisi dans la seconde 
expérience en vue d’affiner la caractérisation de la dynamique d’autant que le module vieilli 
pourrait présenter des défauts supplémentaires dus au vieillissement subi et non visibles par 






 d. Méthode d’analyse des résultats 
Les résultats obtenus sont d’abord analysés en termes de rétention observée par rapport à 
l’alimentation Ralim,i qui est définie selon l’Equation (III.1), comme le ratio de la 
concentration d’alimentation (constante) sur la concentration du perméat collecté à un instant 
donné i de la filtration ou à un volume filtré i donné.  
Ralim,i = Calim / Cpermi                                                  Eq. (III.1) 
 
Cette rétention est caractéristique des performances de rétention du procédé membranaire 
testé par référence à la concentration de l’alimentation, constante. Par contre elle ne 
représente pas la capacité instantanée de rétention de la membrane qui est soumise à chaque 
instant à une concentration différente, dans le cas d’un fonctionnement en batch. Elle 
s’exprime souvent en Log Removal Value et a pour expression dans ce cas : 
LRValim,i = log10 (Ralim,i)                                            Eq. (III.2) 
 
A partir des résultats obtenus sur l’alimentation et le perméat en cours de filtration, les 
concentrations théoriques de traceurs dans le rétentat (Cret,thi) aux instants i ou aux volumes 
filtrés i sont également évaluées selon l’Equation (III.3) dans le cas des membranes planes et 
selon l’Equation (III.4) dans le cas du module de fibres creuses. Le bilan ayant permis 
d’aboutir à ces équations est donné en Annexe III.3.  
 
Cret,thi = [Calim. (Vcell - Vres) + Σ (Calim – Cpermi). Vpermi ] / Vcell           Eq. (III.3) 
Où :  
Vres (mL) est le volume résiduel de liquide de référence à l’instant initial, 
Vcell (mL) est le volume de la cellule de filtration remplie à bloc. 
 
Cret,thi = [ Σ (Calim – Cpermi). Vpermi ] / Vint,fibres                     Eq. (III.4) 
Où :  
Vint,fibres (mL) est le volume interne des fibres du module. 
 
La connaissance de la concentration du perméat à chaque instant i et de la concentration 
théorique du rétentat à chaque instant i permet alors d’accéder à la rétention membranaire 
apparente Rapp,i, définie à un instant i ou à un volume filtré i par l’Equation (III.5) : 
Rapp,i = 1 - Cpermi /  Cret,thi                                     Eq. (III.5) 
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 Les Equations (III.3) et (III.4) supposent que les traceurs sont en suspension dans le rétentat. 
En d’autres termes, l’adsorption et/ou la formation de dépôt aux abords de la membrane ne 
sont donc pas pris en compte. Ainsi, la concentration dans le rétentat est surestimée. De plus 
l’équation (III.5) prend en compte cette concentration moyenne en suspension dans le rétentat 
et non pas la concentration au voisinage de la membrane Cm. On caractérise donc une 
rétention apparente ou mesurable. L’intérêt d’une telle approche est qu’elle permet de traduire 
les performances de la membrane en tenant compte de la surconcentration en traceurs qui se 
produit dans la cellule de filtration en cours de filtration, ce qui n’est pas le cas de la rétention 
observée par rapport à l’alimentation.  
 
Enfin, pour chaque expérience, la perméabilité de la membrane testée a également été 
mesurée avant filtration à l’eau ultrapure et au tampon PBS (Lpo,eau et Lpo,PBS 
respectivement), en cours de filtration (Lp), en fin de filtration (Lpfin) et après rinçage à l’eau 
(Lpf). Les mesures de Lp en cours de filtration permettent de caractériser le colmatage de la 
membrane en cours de filtration. La comparaison de Lpfin et Lpo,PBS permet d’obtenir une 
information sur le colmatage global de la membrane. La comparaison de Lpo,eau et Lpf 
donne une information sur le colmatage irréversible hydrauliquement de la membrane. 
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 3. Préambule : étude de l’adsorption 
Une étude de l’adsorption éventuelle des traceurs sur les composantes des systèmes de 
filtration utilisés a été réalisée. Les composantes des systèmes de filtration qui ont été 
caractérisées en termes d’adsorption sont la cellule de filtration (en polysulfone) pour 
membranes planes, le tuyau de la pompe péristaltique (en polymère à base de PVC et 
plastifiants) qui alimente le module en traceurs et le carter en PVC du module testé pour le 
système à fibres creuses. Cette étude a été conduite en statique avec des concentrations en 
traceurs 1 à 10 fois plus grandes que les concentrations maximales mises en contact avec les 
éléments des systèmes de filtration pendant les expériences de filtration (de manière à 
favoriser l’adsorption) et sur les mêmes temps de contact que ceux mis en jeu dans les 
expériences de filtration.  
De même, la membrane plane de MF a été mise en contact statique afin de quantifier 
l’adsorption éventuelle de traceurs sur la membrane. 
Cette étude n’a donc pas été aussi rigoureuse que l’établissement d’isothermes d’adsorption 
mais a cependant permis de déterminer, dans des cas favorables à l’adsorption, les quantités 
maximisées Qads/S (eq. pfu m-2) de traceurs adsorbés sur les différents éléments des systèmes 
de filtration par unité de surface mise en contact dans les conditions des expériences de 
filtration. Les protocoles de caractérisation de l’adsorption ainsi que le détail des résultats 
obtenus sont détaillés en Annexe III.4. 
 
En particulier, les quantités maximisées Qads (eq. pfu) de traceurs adsorbés à la fin des 
expériences de filtration sur les surfaces connues Scontact,F (m2) des éléments des systèmes de 
filtration mises en jeu ont pu être déterminées selon l’Equation (III.6) : 
Qads = Qads/S . Scontact,F                                          Eq. (III.6) 
 
Dans la suite de cette section, Qalim désigne la quantité totale de traceurs injectée mise en 
contact dans les différents systèmes membranaires lors des expériences de filtration. Le 
rapport Qads / Qalim renseigne donc sur les pertes en traceurs dues à l’adsorption sur les 







a. Adsorption sur les parois de la cellule de filtration pour 
membranes planes 
Le Tableau III.5 spécifie le rapport Qads / Qalim pour chacune des expériences conduites avec la 
cellule de filtration pour membranes planes (et les grandeurs ayant permet d’y accéder).   
 
Tableau III.5. Etude du rôle de l’adsorption lors des expériences de filtration avec la cellule de filtration 
pour membranes planes. 
 
Qads/S 






(eq. pfu mL-1) 
Qads  / Qalim 
(%) 
Expérience 1 9,0 ± 0,4 1011 8,24 10-3 7,4 ± 0,4 109  5,6 ± 0,5 1010 13,1 ± 2,0 
Expérience 2 9,0 ± 0,4 1011 8,24 10-3 7,4 ± 0,4 109 6,7 ± 0,7 1010 11,0 ± 1,7 
 
A la fin de chacune des filtrations, l’adsorption sur les parois de la cellule de filtration 
représente donc en moyenne 12% de la quantité totale de traceurs injectée. Cette adsorption 
n’est pas négligeable et sera prise en compte dans le calcul de la concentration théorique du 
rétentat à la fin de la filtration.  
 
Une telle quantification de l’adsorption a également été réalisée pour la membrane plane 
neuve de microfiltration en polysulfone (Tableau III.6). 
 
Tableau III.6. Etude du rôle de l’adsorption sur la membrane plane neuve de microfiltration lors de la 
première expérience de filtration réalisée avec la cellule de filtration pour membranes planes. 
 
Qads/S 






(eq. pfu mL-1) 
Qads  / Qalim 
(%) 
Expérience 1 1,9 ± 0,1 1012 12,57 10-4 2,4 ± 0,1 109   5,6 ± 0,5 1010 4,3 ± 0,6 
 
A la fin de la filtration réalisée, l’adsorption sur la membrane plane neuve représente donc  
4% de la quantité totale de traceurs injectée et sera rajoutée à la part d’adsorption sur les 
parois de la cellule de filtration pour corriger le calcul de la concentration théorique du 






Cret,thf corrigée  = (Cret,thf .Vcell – Qads,cell – Qads,MEneuve) / Vcell           Eq. (III.7)  
Où: 
Cret,thf corrigée (eq. pfu mL-1) est la concentration théorique corrigée du rétentat à la fin de la 
filtration, 
Vcell (mL) est le volume de la cellule de filtration remplie à bloc, 
Qads,cell (eq. pfu) est la quantité de traceurs adsorbés sur les parois de la cellule de filtration à la 
fin de la filtration, 
Qads,MEneuve (eq. pfu) est la quantité de traceurs adsorbés sur la membrane neuve de 
microfiltration à la fin de la filtration. 
 
b. Adsorptions sur le tuyau de la pompe péristaltique et  sur le carter 
du module 
Aucune adsorption n’a été mise en évidence dans le tuyau de la pompe péristaltique (voir 
Annexe III.4). De même, aucune adsorption n’a été observée dans le carter en PVC sur 18 
min qui est le temps de contact mis en jeu lors de la seconde expérience avec le module à 
l’état vieilli. Une adsorption a cependant été quantifiée dans le carter au bout de 59 min de 
mise en contact, qui est le temps de contact mis en jeu lors de la première expérience avec le 
module à l’état non vieilli (Tableau III.7).  
 
Tableau III.7. Etude du rôle de l’adsorption après 59 min sur le carter du module d’ultrafiltration 
(présentant un défaut calibré) lors de la filtration avec le module non vieilli. 
 
Qads/S 






(eq. pfu mL-1) 
Qads  / Qalim 
(%) 
Expérience 1 1,1 ± 0,1 109 5,06 10-3 5,5 ± 0,3 108 9,8 ± 0,3 1010 0,6 ± 0,1 
 
L’adsorption dans le carter du module à la fin de la filtration avec le module à l’état non 
vieilli (soit au bout de 59 min) représente moins donc de 1% de la quantité totale de traceurs 
injectée pendant l’expérience et sera négligée lors de l’exploitation des résultats. Une 
cinétique d’adsorption lente dans le carter pourrait en particulier expliquer qu’aucune 
adsorption des traceurs dans le carter n’ait été observée au bout de 18 min.   
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 4. Performances de rétention des membranes de microfiltration planes 
Dans cette étude, nous allons nous intéresser à deux paramètres: la pression transmembranaire 
(PTM) et l’état de vieillissement des membranes. Dans un premier temps, les résultats obtenus 
avec la membrane plane neuve de microfiltration seront présentés et discutés en termes de 
dynamique de rétention, de perméabilité et de qualité du rétentat. Les performances de 
rétention du système membranaire seront alors traitées en termes de rétention observée par 
rapport à l’alimentation et de rétention apparente membranaire. Dans un second temps, les 
résultats obtenus avec la membrane plane vieillie seront présentés et commentés selon le 
même schéma. Enfin, l’influence du vieillissement de la membrane sur la rétention sera 
étudiée. 
 
a. Membrane neuve 
 
i. Dynamique de rétention, perméabilités et analyse du rétentat 
 
1er. Dynamique de rétention 
La Figure III.4 présente les concentrations en traceurs dans le perméat (Cpermi) en fonction 
du volume filtré spécifique, où le volume filtré spécifique est défini comme le rapport du 
volume filtré rapporté à l’unité de surface de membrane (la surface de filtration étant Sfiltration = 
12.57 cm2). Les concentrations Cpermi et les volumes collectés Vpermi sont récapitulés en 
Annexe III.5. La dynamique de rétention en traceurs a d’abord été étudiée sur un premier 
palier de pression (TMP1 = 0.56 ± 0.03 bar) puis caractérisée après l’application d’un échelon 
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Figure III.4. Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec la membrane plane de microfiltration 
neuve en PS et de taille moyenne de pores 100 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, 
Lpo,PBS = 437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2,6 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec = 
55,60 L m-2 où Vcell,spec est le volume de la cellule exprimée en volume spécifique).  
 
Les résultats obtenus sur le premier palier de pression mettent en évidence le passage des 
traceurs dès le début de la filtration des traceurs (i.e. pour des volumes filtrés spécifiques > 0) 
et ce malgré la dilution initiale de la concentration d’alimentation dans la cellule due à la 
présence d’un résiduel d’eau. Par la suite, la concentration en traceurs dans le perméat 
augmente avec la concentration en traceurs dans la cellule. Puis, compte-tenu du faible 
nombre de points expérimentaux, la concentration semble se stabilise globalement.  
Dès l’application de l’échelon de pression, la concentration en traceurs dans le perméat  
augmente significativement (+ 25%) jusqu’à se stabiliser. L’augmentation de la concentration 
dans le perméat peut être liée à l’augmentation de pression, ce comportement ayant été en 
effet déjà mis en évidence dans la littérature pour des membranes d’ultrafiltration 
[Arkhangelsky et al., 2008] et de microfiltration [Madaeni et al., 1995].  
Cependant, un doute subsiste sur l’influence de l’augmentation de pression sur l’augmentation 
de la concentration dans le perméat car la concentration dans le perméat sur le premier palier 
de pression est croissante juste avant l’application de l’échelon de pression. L’augmentation 
de concentration dans le perméat après application de l’échelon de pression pourrait donc 
aussi être attribuée à un régime transitoire de fonctionnement de la membrane.  
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 2e. Perméabilités 
La Figure III.5 présente les perméabilités normalisées mesurées en filtration en fonction du 
volume filtré spécifique pour les mêmes essais. Pour rappel, la perméabilité normalisée est 
définie comme le rapport de la perméabilité à 20°C mesurée en cours de filtration sur la 
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Figure III.5. Perméabilités normalisées en fonction du volume spécifique filtré, obtenues avec la 
membrane plane de microfiltration neuve en PS et de taille moyenne de pores 100 nm (suspension de 
traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2,6 108 eq. pfu mL-1, 
Sfiltration = 12,57 cm2).  
 
Une légère chute de la perméabilité normalisée (14%) est mise en évidence à la fin du premier 
palier de pression. Puis, à l’application de l’échelon de pression, la perméabilité normalisée 
chute significativement jusqu’à une valeur de 0,65 (soit une perte de 21% supplémentaire). 
Un colmatage de la membrane s’est donc produit au cours de la filtration des traceurs, 
d’autant plus fort après l’application de l’échelon de pression. Ce colmatage est du à la 
présence des traceurs et il a pu être favorisé par la présence de sels (contenus dans la solution 
de PBS). En effet, une étude [Fraah et al., 1982] a montré que la présence de sels favorise 
l’adsorption des bactériophages MS2.  
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 Le Tableau III.8 donne les perméabilités à 20°C de la membrane de microfiltration neuve 
avant filtration au tampon PBS, après filtration et après rinçage de la membrane à l’eau 
ultrapure.   
 
Tableau III.8. Perméabilités obtenues à 20°C avant filtration au tampon PBS (Lpo,PBS), après 
filtration (Lpfin) puis après rinçage de la membrane (Lpf).  
 
Lpo,PBS à 20°C 
(L h-1 bar-1 m-2) 
Avant filtration 
Lpfin à 20°C  
(L h-1 bar-1 m-2) 
Après filtration 
Lpf à 20°C  
(L h-1 bar-1 m-2) 
Après rinçage 
MF neuve 437 ± 59  285 ± 36 338 ± 44 
  
Ce tableau souligne le colmatage de la membrane qui s’est produit en cours de filtration des 
traceurs avec Lpfin = 285 L h-1 bar-1 m-2, ce qui représente une chute de perméabilité de 35% 
en fin d’expérience. La mesure de la perméabilité après rinçage a également permis de mettre 
en évidence une forte proportion de colmatage irréversible hydrauliquement (car Lpf reste 
inférieure à Lpo) qui représente près de 65% du colmatage global de la membrane.  
 
3e. Analyse du rétentat 
A partir de la connaissance du volume Vretf de rétentat récupéré en fin de filtration et de la 
concentration mesurée dans le rétentat collecté en fin de filtration (Cretf), il est possible de 
rapporter cette dernière concentration au volume de la cellule de filtration (Cretf,cell). Le 
Tableau III.9 présente la concentration mesurée dans le rétentat collecté en fin de filtration 
rapportée au volume de la cellule de filtration (Cretf,cell), la concentration théorique dans le 
rétentat à la fin de filtration (Cret,thf) et la concentration théorique corrigée dans le rétentat à 
la fin de filtration (Cret,thf corrigée).  
 
Tableau III.9. Concentrations dans le rétentat expérimentale, théorique et théorique corrigée. 
 Cretf,cell 
(eq. pfu mL-1) 
Cret,thf 
(eq. Pfu mL-1) 
Cret,thf corrigée 
(eq. pfu mL-1) 
Rétentat 2,5 ± 0,3 108 6,4 ± 1,3 108 5,0 ± 1,5 108 
 
L’analyse du rétentat collecté en fin de filtration met en évidence la présence de traceurs à une 
concentration Cretf,cell = 2,5 ± 0,3 108 eq. pfu mL-1. Cette concentration est deux fois moins 
importante que la concentration théorique corrigée dans le rétentat (Cret,thf corrigée) calculée 
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 à partir des résultats obtenus sur l’alimentation et le perméat et sur l’adsorption (Equations 
(III.3) et (III.7). On rappelle que la concentration théorique corrigée du rétentat en fin de 
filtration (Cret,thf corrigée) prend déjà en compte l’adsorption des traceurs sur les parois de la 
cellule et sur la membrane de microfiltration par simple diffusion. Mais, l’adsorption sur la 
membrane par diffusion est  certainement plus faible que celle durant la manipulation. Aussi, 
la grande majorité des traceurs qui ne sont pas en suspension forment donc probablement un 
dépôt sur la membrane et/où sont adsorbés en profondeur dans la membrane, ce qui est 
cohérent avec le fort colmatage irréversible mis en évidence (Tableau III.8) 
 
ii. Rétention observée par rapport à l’alimentation Ralim et 
rétention membranaire apparente Rapp 
La Figure III.6 reporte les rétentions observées instantanées Ralim,i (définies selon l’Equation 
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Figure III.6. Rétention observées par rapport à l’alimentation (Ralim) en fonction du volume spécifique 
filtré dans le cas de la membrane plane de microfiltration neuve en PS et de taille moyenne de pores 
100 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim 
= 2,6 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec = 55,60 L m-2). 
 
La concentration d’alimentation étant constante au cours de la filtration, l’évolution de la 
rétention Ralim en fonction du volume filtré est donc inversement proportionnelle à 
l’évolution de la concentration en traceurs dans le perméat. Le premier point de la Figure III.6 
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 est particulièrement haut car la présence d’un résiduel d’eau dans la cellule de filtration en 
début de filtration des traceurs a dilué l’alimentation dans la cellule, ce qui explique que la 
concentration en traceurs dans le perméat soit plus faible. Sur le premier palier de pression 
(PTM1), la rétention Ralim apparaît globalement stable compte-tenu du faible nombre de 
points expérimentaux. Sur le second palier de pression (PTM2), la rétention Ralim diminue de 
20% (cf section 4.a.i.1er) et se stabilise. Cette rapide stabilisation de la rétention pourrait être 
notamment corrélée à un colmatage de la membrane plus important mis en évidence après 
application de l’échelon de pression (Figure III.5). La possible formation d’un dépôt compact 
de traceurs sur la membrane, suggéré par l’analyse du rétentat en fin de filtration (Tableau 
III.9) et le  colmatage irréversible (Tableau III.8), pourrait ainsi être à l’origine de la 
stabilisation rapide de la rétention Ralim après sa diminution suite à l’application de l’échelon 
de pression.  
D’autre part, les rétentions observées par rapport à l’alimentation sont toutes comprises (à 
l’exception de la première valeur) entre 3,3 et 4,5. Ainsi, les Ralim exprimées en LRV (selon 
l’Equation (III.2)) sont toutes comprises entre 0,5 et 0,7, ce qui est cohérent avec la gamme de 
LRV en virus donnée dans la littérature [USEPA(a), 2001 ; Jacangelo et al., 1997] pour 
différentes membranes polymériques de microfiltration de taille moyenne de pores 0,1 μm et 
utilisées à faible PTM, soit des <LRV> variant de 0 à 2,3. 
 
La Figure III.7 présente les rétentions membranaires apparentes instantanées Rapp,i (définies 
selon l’Equation (III.5)) en fonction du volume filtré spécifique. Les concentrations 
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Figure III.7. Rétentions membranaires apparentes (Rapp) en fonction du volume spécifique filtré dans 
le cas de la membrane plane de microfiltration neuve en PS et de taille moyenne de pores 100 nm  
(suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2,6 108 
eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec = 55,60 L m-2). 
 
D’une manière globale, la rétention membranaire apparente Rapp est stable sur la totalité du 
volume filtré (à une valeur moyenne de 0.85 environ), à l’exception des deux premiers points 
dont le comportement peut être attribué à la présence d’un résiduel d’eau dans la cellule de 
filtration au début de la filtration des traceurs. En particulier, aucune influence de 
l’augmentation de pression sur la rétention membranaire n’est ici mise en évidence. Le 
comportement de la membrane en termes de rétention est donc quasi-constant sur la durée de 
la filtration. Ainsi, l’évolution de la rétention observée par rapport à l’alimentation avec le 
volume filtré (Figure III.6) ne peut donc être attribuée qu’aux phénomènes de colmatage sur 
la membrane, ce qui tend donc à confirmer l’influence stabilisatrice du colmatage sur les 
performances de rétention du procédé membranaire. 
 
En conclusion, l’analyse de l’ensemble des indicateurs disponibles (perméabilité, analyse du 
rétentat, rétentions par rapport à l’alimentation et rétentions membranaires apparentes) ont été 
nécessaires pour pouvoir commenter la dynamique de rétention observée. En particulier, après 
l’augmentation de pression, la concentration en traceurs a augmenté mais s’est rapidement 
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 stabilisée. Selon les critères étudiés, cette stabilisation semble être attribuable à 
l’augmentation significative du colmatage sous l’effet de l’augmentation  de la pression.  
      
b. Membrane vieillie 
Les résultats obtenus avec la membrane plane de microfiltration vieillie sont présentés et 
discutés selon le même schéma que celui adopté précédemment pour la membrane neuve.   
  
i. Dynamique de rétention, perméabilités et analyse du rétentat 
 
1er. Dynamique de rétention 
La Figure III.8 présente les concentrations en traceurs dans le perméat en fonction du volume 
filtré spécifique. Les concentrations Cpermi et les volumes collectés Vpermi sont notamment 
détaillés en Annexe III.5. De la même façon que pour la membrane neuve, la dynamique de 
rétention en traceurs a d’abord été étudiée sur un premier palier de pression (TMP1 = 0,30 ± 
0,03 bar) puis caractérisée après l’application d’un échelon de pression (de TMP1 = 0,30 ± 
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Figure III.8. Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec la membrane plane de microfiltration 
vieillie en PS et de taille moyenne initiale de pores 100 nm (suspension de traceurs préparée dans du 
PBS, Lpo,PBS = 1342 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2,0 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec 
= 55,60 L m-2).  
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 Sur le premier palier de pression, le passage des traceurs est mis en évidence dès le début de 
la filtration des traceurs et ce malgré la dilution initiale de la concentration d’alimentation 
dans la cellule due à la présence d’un résiduel de tampon PBS. Puis, la concentration en 
traceurs dans le perméat augmente avec la concentration en traceurs dans la cellule jusqu’à un 
volume filtré spécifique de 55,60 L m-2 correspondant au renouvellement du contenu de la 
cellule. La concentration en traceurs augmente encore légèrement avant de se stabiliser à une 
concentration de l’ordre de 8,0 108 eq. pfu mL-1.  
L’application de l’échelon de pression entraîne ensuite une augmentation soudaine et 
significative (+ 34%) de la concentration en traceurs dans le perméat.  
 
2e. Perméabilités 
La Figure III.9 présente les perméabilités normalisées mesurées en cours de filtration en 
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Figure III.9. Perméabilités normalisées en fonction du volume spécifique filtré, obtenues avec la 
membrane plane de microfiltration vieillie en PS et de taille moyenne initiale de pores 100 nm 
(suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 1342 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2,0 
108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2). 
 
La courbe de la Figure III.9 montre une chute de la perméabilité normalisée rapide et 
importante. En particulier, la perméabilité normalisée chute quasi-linéairement dès le début de 
la filtration des traceurs et met en évidence une perte de perméabilité d’environ 50% sur le 
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 premier palier de pression. Après application de l’échelon de pression, la perméabilité 
normalisée continue de diminuer mais dans des proportions plus faibles que sur le premier 
palier de pression (avec une perte de 14%). Ceci est assez inattendu car une augmentation de 
la PTM apporte une quantité de traceurs plus importante par unité de volume filtré et devrait 
donc augmenter le colmatage. L’analyse de la courbe de chute de flux en fonction du volume 
spécifique filtré (Annexe III.6) montre une forte augmentation du flux au moment du 
changement de pression, ce qui signifie que l’augmentation de la pression a favorisé le 
transport par convection dans les pores. Ainsi, les traceurs accumulés sur la membrane 
peuvent traverser les pores les plus gros, ce qui explique une chute de la perméabilité 
normalisée moins importante.  
Le Tableau III.10 présente les perméabilités à 20°C de la membrane de microfiltration vieillie 
avant filtration au tampon PBS, après filtration et après rinçage de la membrane à l’eau 
ultrapure.   
 
Tableau III.10. Perméabilités obtenues à 20°C avant filtration au tampon PBS (Lpo,PBS), après 
filtration (Lpfin) puis après rinçage de la membrane (Lpf). 
 
Lpo,PBS à 20°C 
(L h-1 bar-1 m-2) 
Avant filtration 
Lpfin à 20°C  
(L h-1 bar-1 m-2) 
Après filtration 
Lpf à 20°C  
(L h-1 bar-1 m-2) 
Après filtration 
MF vieillie 1342 ± 181 513 ± 45 1074 ± 93 
 
Le Tableau III.10 souligne le colmatage de la membrane qui s’est produit en cours de 
filtration avec Lpfin = 513 L h-1 bar-1 m-2  qui représente une chute de perméabilité de 62% en 
fin d’expérience. La mesure de la perméabilité après rinçage met en évidence une proportion 
de colmatage irréversible hydrauliquement qui représente 32% du colmatage global.  
 
3e. Analyse du rétentat 
Le Tableau III.11 présente la concentration mesurée dans le rétentat collecté en fin de 
filtration rapportée au volume de la cellule de filtration (Cretf,cell), la concentration théorique 
dans le rétentat à la fin de filtration (Cret,thf) et la concentration théorique corrigée dans le 
rétentat à la fin de filtration (Cret,thf corrigée). La concentration théorique corrigée ne prend 
ici en compte que l’adsorption sur les parois de la cellule de filtration qui représente 11% de 
la quantité totale de traceurs injectée lors de cette expérience (Partie 3.). En effet, l’adsorption 
sur la membrane vieillie n’a pas été déterminée.  
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 Tableau III.11. Concentrations dans le rétentat expérimentale, théorique et théorique corrigée. 
 Cretf,cell 
(eq. pfu mL-1) 
Cret,thf 
(eq. pfu mL-1) 
Cret,thf corrigée 
(eq. pfu mL-1) 
Rétentat 1,6 ± 0.2 108 5,6 ± 1.4 108 4,5 ± 1,6 108 
 
Des traceurs ont été détectés dans le rétentat en fin d’expérience et la concentration mesurée 
dans le rétentat collecté en fin d’expérience (Cretf) est près de 3 fois inférieure à la 
concentration théorique corrigée du rétentat en fin de filtration (Cret,thf corrigée). Ceci 
signifie qu’un tiers seulement des traceurs présents dans la cellule en fin de filtration sont en 
suspension dans le tampon PBS. Les deux tiers restants sont donc probablement déposés et/ou 
adsorbés sur la membrane, ce qui cohérent avec le colmatage (global et irréversible) mis en 
évidence dans la section précédente.  
 
ii. Rétentions par rapport à l’alimentation Ralim et rétention 
membranaire apparente Rapp 
La Figure III.10 présente les rétentions observées instantanées Ralim,i en fonction du volume 
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Figure III.10. Rétentions observées par rapport à l’alimentation Ralim en fonction du volume spécifique 
filtré dans le cas de la membrane plane de microfiltration vieillie en PS et de taille moyenne initiale de 
pores 100 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 1342 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, 
Calim = 2,0 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec = 55,60 L m-2).  
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 Le premier point de la Figure III.10 est particulièrement haut à cause du résiduel de tampon 
PBS présent dans la cellule au début de la filtration des traceurs qui a induit une dilution de 
l’alimentation en traceurs dans la cellule et une faible concentration en traceurs dans le 
perméat. A partir d’un volume filtré spécifique d’environ 56 L m-2 correspondant à un premier 
renouvellement du contenu de la cellule, la rétention Ralim peut être considérée comme 
quasi-constante (avec une dispersion de 8,5%). L’influence de l’application de l’échelon de 
pression sur la rétention est en effet peu significative car elle engendre une diminution de la 
rétention observée de 14% seulement. Les performances de rétention par rapport à 
l’alimentation sont donc globalement constantes au cours de cette expérience de filtration.  
 
Les rétentions membranaires apparentes instantanées Rapp,i sont présentées en fonction du 
volume spécifique filtré dans la Figure III.11. Les concentrations théoriques dans le rétentat 
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Figure III.11. Rétentions membranaires apparentes (Rapp) en fonction du volume spécifique filtré 
dans le cas de la membrane plane de microfiltration vieillie en PS et de taille moyenne initiale de 
pores 100 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 1342 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, 
Calim = 2,0 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12,57 cm2, Vcell,spec = 55,60 L m-2). 
 
La rétention membranaire apparente augmente significativement avec le volume filtré sur le 
premier palier de pression, ce qui signifie que les performances de rétention de la membrane 
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 ont augmenté (de près de 20%) avec le volume d’alimentation en traceurs filtré, donc avec la 
quantité de traceurs apportée dans la cellule. Sur le second palier de pression, la rétention 
membranaire se stabilise autour d’un maximum (environ 0,80) suite probablement à un apport 
suffisant en traceurs aux abords de la membrane.  
 
c. Influence du vieillissement de la membrane sur la rétention  
La Figure III.12 superpose les rétentions observées par rapport à l’alimentation, obtenues lors 
des filtrations avec la membrane plane neuve et avec la membrane plane vieillie, en fonction 
du produit de la concentration d’alimentation par le volume filtré spécifique. Ce produit est 
noté (Calim*Vspec) dans la suite du texte. Cette grandeur permet de se rapporter à un nombre 
de traceurs par unité de surface de membrane, ce qui est préférable pour comparer les deux 
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Figure III.12. Rétentions observées par rapport à l’alimentation (Ralim) en fonction du produit de la 
concentration d’alimentation par le volume filtré spécifique obtenues lors des filtrations avec les 
membranes planes de microfiltration en PS et de taille moyenne initiale de pores 100 nm. 
 
Les valeurs de rétentions instantanées Ralim,i sont plus grandes pour la membrane neuve. Il 
apparaît donc que le procédé membranaire utilisant la membrane neuve a des performances de 
rétention meilleures que celui avec la membrane vieillie. D’autre part, l’influence de 
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 l’application d’un échelon de pression a conduit dans les deux cas à une diminution de la 
rétention Ralim. Cette diminution est plus grande dans le cas de la membrane neuve que pour 
la membrane vieillie. En particulier, la diminution observée pour la membrane neuve est plus 
grande de 11%, en comparant la rétention moyenne sur le premier palier de pression à la 
rétention moyenne sur le second palier de pression. La rétention observée pour la membrane 
vieillie est quasi-constante sur le volume total filtré, avec une légère diminution (- 14%) après 
application de l’échelon de TMP. Pour la membrane neuve, après application de l’échelon, la 
rétention observée diminue (-20%) puis se stabilise. 
 
La Figure III.13 superpose les perméabilités normalisées, obtenues lors des filtrations avec la 
membrane plane neuve et avec la membrane plane vieillie, en fonction du produit de la 
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Figure III.13. Perméabilités normalisées en fonction du produit de la concentration d’alimentation par 
le volume filtré spécifique, obtenues lors des filtrations avec les membranes planes de microfiltration 
en PS et de taille moyenne initiale de pores 100 nm. 
 
Sur le premier palier de pression et sur les mêmes volumes filtrés (environ 100 L m-2), la 
perméabilité normalisée décroît beaucoup plus vite pour la membrane vieillie que pour la 
membrane neuve. Ce comportement peut notamment être expliqué par une évolution de la 
surface de la membrane vieillie due au vieillissement subi qui la rendrait plus sujette à 
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 l’adsorption. La structure du dépôt doit aussi être très différente dans la mesure où les 
perméabilités avant filtration sont très différentes et que la part de colmatage irréversible est 
près de deux fois plus grande pour la membrane neuve (Tableaux 8 et 9). D’autre part, 
l’influence de la pression n’est pas la même. Pour la membrane neuve, une augmentation de la 
PTM a conduit à une diminution plus forte de la perméabilité normalisée. Au contraire, pour 
la membrane vieillie, une augmentation de la PTM a conduit à une diminution de la 
perméabilité normalisée moins abrupte que celle observée sur la premier palier de pression car 
l’augmentation de pression a favorisé une augmentation du transport par convection à travers 
les pores de la membrane. 
 
La Figure III.14 superpose les rétentions membranaires apparentes, obtenues lors des 
filtrations avec la membrane plane neuve et avec la membrane plane vieillie, en fonction 
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Figure III.14. Rétentions membranaires apparentes (Rapp) en fonction du produit de la concentration 
d’alimentation par le volume filtré spécifique, obtenues lors des filtrations avec les membranes planes 
de microfiltration en PS et de taille moyenne initiale de pores 100 nm. 
 
Sur le premier palier de pression et sur les mêmes volumes filtrés (environ 100 L m-2), les 
rétentions membranaires apparentes de la membrane neuve sont supérieures à celle de la 
membrane vieillie. D’autre part, les performances de rétention de la membrane neuve sont très 
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 bonnes (avec la rétention Rapp comprise entre 0,8 et 0,9) dès les premiers apports en traceurs. 
Au contraire, pour la membrane vieillie, un apport suffisant en traceurs est nécessaire pour 
tendre vers une rétention Rapp de 0,8.  
 
Des différences ont donc été mises en évidence entre la membrane plane neuve et la 
membrane plane vieillie. En particulier, les performances de rétention de la membrane neuve 
(liées au procédé ou à la membrane elle-même) sont toujours supérieures à celle de la 
membrane vieillie.   
 
Les courbes donnant les concentrations en traceurs dans le perméat et les perméabilités 
normalisées en fonction du volume filtré spécifique sont également disponibles en fonction du 
temps en Annexe III.7.  
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 5. Performances de rétention du module d’ultrafiltration présentant un 
défaut calibré sur une de ses fibres  
Dans cette étude, nous nous intéressons à deux paramètres : le temps d’injection et l’état de 
vieillissement des membranes. Dans un premier temps, les résultats obtenus avec le module à 
l’état non vieilli seront présentés et discutés en termes de dynamique de rétention, de 
perméabilités et de qualité du rétentat et des rétrolavages. Les performances de rétention du 
système membranaire seront alors traitées en termes de rétention observées par rapport à 
l’alimentation Ralim et de rétentions membranaires apparentes Rapp. Dans un second temps, 
les résultats obtenus avec le même module à l’état vieilli seront donnés et commentés selon le 
même schéma. Enfin, l’influence du vieillissement du module sur la rétention sera étudiée. 
 
a. Module non vieilli 
 
i. Dynamiques de rétention, perméabilités et analyses du 
rétentat et des rétrovalages 
 
1er. Dynamique de rétention 
La Figure III.15 présente les concentrations en traceurs dans le perméat en fonction du 
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Figure III.15. Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec le module d’ultrafiltration non vieilli 
présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres en AC et de taille moyenne initiale de pores 
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 10 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, Pemoyen = 0,92 bar, 
Lpo,PBS = 218 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1.9 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105,18 cm2, Vspec,perm = 
3,28 L m-2  où  Vspec,perm est le volume mort du module exprimé en volume spécifique, Δt = 15,05 min). 
 
Les résultats obtenus ici montrent dans un premier temps que des traceurs sont passés à 
travers les fibres à des concentrations telles que le passage des traceurs soit mesurable dans le 
perméat. Le passage est d’abord du à la fibre trouée et le passage dans le défaut se fait par 
convection. Sur la durée totale de l’injection des traceurs, la concentration dans le perméat 
augmente d’abord (+ 26%) avec le volume filtré jusqu’à un maximum supposé. Ce 
comportement peut être notamment lié à l’augmentation de la concentration en traceurs dans 
les fibres car la filtration est frontale. Une fois l’injection terminée (c’est-à-dire lorsque le 
module n’est plus alimenté en traceurs), des traceurs sont encore détectés dans le perméat à 
une plus faible concentration que celles mises en jeu pendant l’injection. Ainsi, des traceurs 
sont encore présents dans les fibres à l’arrêt de l’injection. 
 
2e. Perméabilités 
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Figure III.16. Perméabilités normalisées en fonction du volume spécifique filtré, obtenues avec  avec 
le module d’ultrafiltration non vieilli présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres en AC et 
de taille moyenne initiale de pores 10 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, matrice de 
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 filtration : PBS, Lpo,PBS = 218 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1,9 108 eq. pfu mL-1, Pemoyen = 0,92 bar, 
Sfiltration = 105,18 cm2). 
 
La perméabilité normalisée est constante sur la durée de la filtration et aucun colmatage n’est 
donc mis en évidence sur la base de ce critère. On notera donc qu’aucun phénomène 
d’adsorption n’est décelable par variation de la perméabilité.  
 
3e. Analyses du rétentat et des rétrolavages 
A partir de la connaissance du volume Vretf de rétentat récupéré en fin de filtration et de la 
concentration mesurée dans le rétentat collecté en fin de filtration (Cretf), il est possible de 
rapporter cette dernière concentration au volume interne des fibres (Cretf,fibres). Le Tableau 
III.12 présente la concentration mesurée dans le rétentat collecté en fin de filtration rapportée 
au volume interne des fibres (Cretf,fibres) et la concentration théorique dans le rétentat à la fin 
de filtration (Cret,thf). 
 
Tableau III.12. Concentrations expérimentale et théorique dans le rétentat. 
 Cretf,fibres 
(eq. pfu mL-1) 
Cret,thf 
(eq. pfu mL-1) 
Rétentat 1,4 ± 0,1 109 5,2 ± 0,4 1010 
 
L’analyse du rétentat collecté en fin de filtration a mis en évidence la présence de traceurs à 
une concentration Cretf,fibres = 1,4 ± 0,1 109 eq. pfu mL-1. D’autre part, les concentrations 
Cretf,fibres et Cret,thf se rapportent au même volume (i.e. le volume interne des fibres), donc 
comparer ces concentrations revient à comparer des quantités de traceurs. En particulier, les 
résultats du Tableau III.12 montrent que la concentration expérimentale Cretf,fibres dans le 
rétentat représente seulement 3% de la concentration théorique Cret,thf  dans le rétentat et 
donc que près de 95% des traceurs seraient présent dans les fibres à la fin de l’expérience. 
Par ailleurs, la récupération et l’analyse ampérométrique des eaux de rétrolavage ont permis 
de détecter des traceurs, ce qui vient confirmer la présence de traceur accumulé dans les 
fibres. Cependant étant donné que le rétrolavage est effectué avec de l’eau ultrapure et que 
toutes les quantifications ont été faites dans le tampon PBS, la quantité de traceurs récupérée 
n’a pas été introduite pour réaliser le bilan matière.  
D’autre part, le calcul de la concentration Cret,thf  ne prend pas non plus en compte les 
limitations sur le seuil de détection de la méthode ampérométrique développée (2,9 ± 0,5 106 
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 eq. pfu mL-1 pour le moment) qui a pu conduire à sous-estimer significativement la quantité 
de traceur collectée dans le perméat et donc à surestimer encore Cret,thf.   
De plus, la part de traceurs possiblement adsorbés dans les fibres par simple diffusion n’est 
pas connue, ce qui surestime potentiellement Cret,thf. Une quantification en statique de 
l’adsorption des fibres est notamment en cours (selon un protocole similaire à celui décrit 
dans la partie 3.).     
Enfin, une DTS au sel est aussi prévue afin de mettre en évidence d’éventuels problèmes 
d’accumulation des traceurs pendant la filtration liés à l’hydraulique du circuit.  
Il pourra être noté également que la surestimation de la concentration Cret,thf  ne provient pas 
d’une instabilité enzymatique des traceurs car le contrôle de l’activité enzymatique des 
traceurs en fin d’expérimentation (c’est-à-dire après avoir doser tous les échantillons prélevés) 
a  montré une bonne stabilité de celle-ci. 
 
ii. Rétentions observées par rapport à l’alimentation Ralim et 
rétention membranaires apparentes Rapp 
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Figure III.17. Rétentions observées par rapport à l’alimentation (Ralim) en fonction du volume filtré 
spécifique, obtenues avec le module d’ultrafiltration non vieilli présentant un défaut de 25 μm dans 
une des ses fibres en AC et de taille moyenne initiale de pores 10 nm (suspension de traceurs 
préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, Pemoyen = 0,92 bar, Lpo,PBS = 218 L h-1 bar-1 m-2 à 
20°C, Calim = 1,9 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105,18 cm2, Vspec,perm = 3,28 L m-2 ). 
 
 182
 La concentration d’alimentation en traceurs étant constante en cours d’injection, la rétention 
observée est inversement proportionnelle à la concentration en traceurs dans le perméat. En 
particulier, la rétention diminue de près de 25% pendant l’injection, ce qui pourrait être 
attribué à une surconcentration des traceurs dans les fibres car la filtration est frontale. Puis, 
lorsque l’injection de traceurs est stoppée, la rétention observée augmente significativement.  
D’autre part, la rétention observée en cours d’injection est de l’ordre de 20, donc la rétention 
observée exprimée en LRV est de l’ordre de 1,3, ce qui est cohérent avec la littérature. En 
effet, les membranes polymériques d’ultrafiltration de seuil de coupure 100 kD sont connues 
pour leur LRV élevé (supérieur ou égal à 6 : [Dwyer et al., 1995 ; USEPA(a), 2001 ; Jacangelo 
et al., 1997 ; Kawamura et al., 1996]). Mais, en présence de défauts, il a cependant été montré 
que ces membranes perdent de manière significative leur capacité à retenir les virus et tendent 
à avoir un comportement proche de celui des membranes de microfiltration [Dwyer et al., 
1995 ; Pontius et al., 2009 ; Pierre(b) et al ; 2009]. 
D’autre part, le même module d’ultrafiltration présentant un défaut de 25 μm a également été 
utilisé par notre partenaire universitaire LGC dans le cadre du projet POME avec des phages 
MS2 natifs dans du tampon phosphate et en mode tangentiel à pression constante (PTM = 0,5 
bar). Les phages MS2 ont été dénombrés par énumération directe des plages de lyse et la 
rétention (ou abattement) en phages MS2 de ce module a été trouvée de 1,8 [Pierre(c) et al ; 
2009], ce qui est proche de la rétention trouvée avec les traceurs en mode frontal à une PTM 
de 0.96 bar.   
 
Enfin, la rétention membranaire apparente instantanée Rapp,i a également été évaluée (le 
détail des concentrations théoriques Cret,thi dans le rétentat est donnée en Annexe III.5) et 
les rétentions membranaires instantanées tendent toutes vers 1 quel que soit le temps car les 
concentrations théoriques Cret,thi de traceurs dans le rétentat sont très grandes devant les 









 b. Module vieilli 
Les résultats obtenus pour le même module à l’état vieilli seront présentés et discutés selon le 
même schéma que celui adopté pour le module à l’état non vieilli. 
 
i. Dynamique de rétention et perméabilités 
 
1er. Dynamique de rétention 
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Figure III.18. Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec le module d’ultrafiltration à l’état vieilli 
présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres en AC et de taille moyenne initiale de pores 
10 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, Pemoyen = 0,75 bar, 
Lpo,PBS = 195 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1,2 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105,18 cm2, Vspec,perm = 
3,28 L m-2 ; Δt = 5,00 min). 
 
Les résultats présentés en Figure III.18 montrent dans un premier temps que des traceurs sont 
passés à travers les fibres du module pendant la durée de l’injection. Ce passage est d’abord 
du à un passage convectif des traceurs à travers le défaut. En particulier, la concentration en 
traceurs dans le perméat augmente d’abord (+ 74%) pour atteindre un maximum vers le 
milieu de la durée de l’injection. Ce comportement peut être lié à la surconcentration en 
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 traceurs dans les fibres car la filtration est frontale. Puis, la concentration diminue (- 29%). 
Cette diminution peut possiblement être à expliquée par un colmatage du défaut du à une 
accumulation des traceurs autour du trou. Après arrêt de l’injection, des traceurs sont encore 
détectés dans le perméat à une concentration proche de celle mesurée en fin d’injection, ce qui 
signifie que des traceurs étaient encore présents dans les fibres après la fin de l’injection.  
 
2e. Perméabilités 
La Figure III.19 reporte les perméabilités normalisées mesurées en filtration en fonction du 
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Figure III.19. Courbe des perméabilités normalisées en fonction du volume spécifique filtré, obtenue 
avec le module d’ultrafiltration à l’état vieilli présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres en 
AC et de taille moyenne initiale de pores 10 nm (suspension de traceurs préparée dans du PBS, 
matrice de filtration : PBS, Lpo,PBS = 195 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1,2 108 eq. pfu mL-1, Pemoyen 
= 0,75 bar, Sfiltration = 105,18 cm2). 
 
La perméabilité normalisée est constante sur la durée de la filtration et aucun colmatage n’est 
donc mis en évidence sur la base de ce critère.  
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 3e. Analyses du rétentat et des rétrolavages 
Le Tableau III.13 présente la concentration mesurée dans le rétentat en fin d’expérience 
rapportée au volume interne des fibres (Cretf,fibres) et la concentration théorique dans le 
rétentat à la fin de filtration (Cret,thf). 
 
Tableau III.13. Concentrations expérimentale et théorique dans le rétentat. 
 Cretf,fibres 
(eq. pfu mL-1) 
Cret,thf 
(eq. pfu mL-1) 
Rétentat 7,4 ± 0,2 108 9,6 ± 2,0 109 
 
Des traceurs ont été détectés dans le rétentat en fin d’expérience et la concentration 
expérimentale Cretf,fibres dans le rétentat représente seulement 8% de la concentration 
théorique Cret,thf .  D’autre part, des traceurs ont également été détectés dans les rétrolavages. 
Les mêmes raisons que celles développées pour le module à l’état non vieilli peuvent 
expliquer cet écart entre Cretf,fibres et Cret,thf. 
 
ii. Rétentions observées par rapport à l’alimentation Ralim et 
rétention membranaires apparentes Rapp 
La Figure III.20 reporte les rétentions observées instantanées Ralim,i en fonction du volume 
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Figure III.20. Rétentions observées par rapport à l’alimentation (Ralim) en fonction du volume filtré 
spécifique, obtenues pour le module d’ultrafiltration à l’état vieilli présentant un défaut de 25 μm dans 
une des ses fibres en AC et de taille moyenne initiale de pores 10 nm (suspension de traceurs 
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 préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, Pemoyen = 0,75 bar, Lpo,PBS = 195 L h-1 bar-1 m-2 à 
20°C, Calim = 1,2 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105,18 cm2, Vspec,perm = 3,28 L m-2 ; Δt = 5,00 min). 
 
La concentration en traceurs dans l’alimentation étant constante sur le temps d’injection, la 
rétention observée est inversement proportionnelle à la concentration en traceurs dans le 
perméat. Dans un premier temps, la rétention diminue jusqu’à atteindre un minimum vers le 
milieu de la durée de l’injection puis augmente. En particulier, ce comportement est 
significatif d’un régime transitoire. Après l’injection, la rétention augmente encore.  
 
Enfin, la rétention membranaire apparente instantanée Rapp,i a également été évaluée (le 
détail des concentrations théoriques Cret,thi dans le rétentat est donnée en Annexe III.5) et sa 
valeur tend vers 1 quel que soit le temps car les concentrations Cret,thi sont très grandes 
devant les concentrations Cpermi de traceurs dans le perméat.  
 
iii. Influence du vieillissement du module sur la rétention  
La Figure III.21 superpose les rétentions observées instantanées obtenues pour le module 
d’ultrafiltration présentant un trou de 25 μm à l’état non vieilli et dans son état vieilli, en 
fonction du produit de la concentration d’alimentation par le volume filtré spécifique 
(Calim*Vspec) car les concentrations d’alimentations sont différentes pour les expériences 


























Figure III.21. Rétentions observées par rapport à l’alimentation (Ralim) en fonction du produit de la 
concentration d’alimentation par le volume filtré spécifique, obtenues lors des filtrations avec le 
 187
 module d’ultrafiltration présentant un défaut de 25 μm dans une des ses fibres en AC et de taille 
moyenne initiale de pores 10 nm. 
 
En cours d’injection, les performances de rétention en termes de rétention observées sont plus 
élevées pour le module vieilli que le module à l’état neuf. Ce comportement pourrait être lié à 
une perméabilité initiale du module vieilli avant filtration plus faible.  
D’autre part, dans les deux cas, la rétention observée diminue sur la première phase de 
l’injection jusqu’à atteindre un minimum. Ce phénomène peut notamment s’expliquer par une 
surconcentration des traceurs dans les fibres car la filtration est frontale. Cette diminution est 
d’autant plus grande que le module est vieilli. Dans le cas du module vieilli, la rétention 
observée augmente ensuite, ce qui peut être du à un colmatage du défaut. Il manque des 
informations sur la dynamique relative au module dans son état non vieilli pour savoir si elle 
se comporte de cette façon aussi.  
A la fin de l’injection, la rétention observée augmente dans les deux cas. Cette rétention 
augmente significativement pour le module non vieilli dont les performances de rétention ont 
été les moins bonnes en cours d’injection. 
Enfin, bien qu’aucun colmatage des fibres n’ait été mis en évidence par la mesure de 
perméabilité pour les deux états testés du module d’ultrafiltration présentant un trou de 25μm, 
des traceurs sont présents dans les rétentats mais à des concentrations beaucoup plus faibles 
que les concentrations théoriques dans le rétentat. Les quantités de traceurs restées dans le 
volume de perméat du module, les limitations du seuil de détection, une éventuelle adsorption 
des traceurs sur les fibres et d’éventuels problèmes d’hydraulique peuvent en particulier 
expliquer cela.  
 
Les courbes donnant les concentrations en traceurs dans le perméat en fonction du volume 
filtré spécifique sont également disponibles en fonction du temps en Annexe III.7. 
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 6. Conclusion 
La nouvelle méthode développée dans les Chapitres I et II précédents a permis de caractériser, 
dans des conditions de filtration données, des dynamiques de rétention pour une membrane 
plane de microfiltration et pour un module d’ultrafiltration avec un défaut calibré sur une de 
ses fibres, en suivant la concentration de traceurs dans le perméat en cours de filtration. Au 
cours de ce travail, l’influence de l’application d’un échelon de pression transmembranaire en 
cours de filtration sur la dynamique de rétention de la membrane plane a été étudiée ainsi que 
l’effet du vieillissement de la membrane par contact chimique au chlore. La caractérisation de 
la dynamique de rétention du module présentant un trou de 25 μm a également été conduite en 
injectant des échelons de traceurs sur le module dans son état non vieilli et sur le même 
module vieilli par congélation douce. Un mode de filtration frontal à faible pression 
transmembranaires (PTM) a été choisi pour l’ensemble des caractérisations menées. Toutes 
les dynamiques obtenues ont été traduites en rétention observée par rapport à l’alimentation 
qui caractérise les performances de rétention du procédé membranaire mais aussi en rétention 
membranaire apparente qui donne une information sur les performances propres de la 
membrane. 
Dans le cas de la membrane plane, les dynamiques de rétention ont été commentées en lien 
avec les perméabilités mesurées en cours de filtration et les performances de rétention de la 
membrane. En particulier, l’influence de l’application d’un échelon de pression a conduit dans 
les deux cas (membrane neuve et membrane vieillie) à une diminution de la rétention 
observée par rapport à l’alimentation (Ralim). Cette diminution est plus grande dans le cas de 
la membrane neuve que pour la membrane vieillie. Dans le cas de la membrane neuve, 
l’échelon de pression a aussi stabilisé la rétention observée par la formation d’une couche 
colmatante de traceurs sur la membrane ; le colmatage de la membrane a effectivement 
augmenté brusquement après application de l’échelon de PTM. D’autre part, les performances 
de rétentions (observées et membranaires) de la membrane neuve sont meilleures que celles 
de la membrane vieillie. Pour la membrane vieillie, un apport suffisant en traceurs est 
nécessaire pour tendre vers une bonne rétention apparente Rapp. Du colmatage irréversible 
hydrauliquement a également été observé pour la membrane neuve et pour la membrane 
vieillie. Ce colmatage irréversible est moins important pour la membrane vieillie à cause 
probablement de la modification de son état de surface entraînée par son vieillissement 
accéléré.  
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 Dans le cas du module d’ultrafiltration avec défaut, aucune chute de perméabilité n’a été mise 
en évidence au cours des filtrations réalisées à pression constante. En effet, le trou modifie 
peu le flux d’eau au travers des fibres (la perméabilité du module endommagé est identique à 
celle du module intègre) et donc le colmatage global du système. Dans les deux cas étudiés 
(module non vieilli et module vieilli), des traceurs sont passés à travers les fibres. Le passage 
est d’abord du à la fibre trouée et le passage dans le défaut se fait par convection. Quelque soit 
l’état du module, la concentration en traceurs dans le perméat augmente sur plus de la moitié 
du temps d’injection. Cette augmentation est probablement liée à une surconcentration des 
traceurs dans les fibres car la filtration est frontale. Dans le cas du module vieilli, la 
concentration en traceurs dans le perméat atteint alors un maximum puis diminue. Cette 
diminution pourrait être due à un colmatage du défaut. Notamment, le module vieilli a de 
meilleures performances de rétention observée que le module non vieilli au cours de 
l’injection, ce qui peut être expliqué par une perméabilité initiale du module vieilli plus faible 
résultant de sa congélation douce. Les volumes de perméat échantillonnés pour caractériser la 
dynamique de rétention du module dans son état non vieilli sont trop grands pour savoir si le 
comportement de la dynamique de rétention du module dans son état non vieilli est similaire à 
celui observé pour le module vieilli. Enfin, après l’arrêt de l’injection des traceurs sont encore 
détectés dans le perméat dans les deux cas étudiés. L’analyse des rétentats en fin d’expérience 
a mis en évidence, dans les deux cas, la présence de traceurs. Des traceurs ont également été 
détectés dans les eaux de rétrolavages en fin d’expérience pour le module non vieilli et pour le 
même module vieilli. Des études sur l’adsorption éventuelle des traceurs dans les fibres et sur 
l’hydraulique (pouvant entraîner une accumulation des traceurs dans les fibres ou autour des 
fibres) sont actuellement en cours pour quantifier l’impact de l’adsorption et de l’hydraulique 













 Cette étude a été réalisée dans le cadre d’un projet visant à mettre au point des protocoles 
permettant de valider les procédés membranaires utilisés pour la désinfection des eaux 
potables afin d’accroître l’expansion des installations de filtration membranaire. Les procédés 
membranaires sont une barrière physique efficace pour retenir les micro-organismes et 
permettent une diminution de la consommation en désinfectants chimiques. Cependant, 
l’historique des membranes, en particulier leur vieillissement, leur colmatage ou leurs défauts 
peuvent influer sur leur capacité à retenir les micro-organismes au même titre que des 
variations des conditions opératoires de filtration ou de paramètres comme la qualité des eaux 
à traiter. L’étude présentée dans ce mémoire avait plus particulièrement pour objectif de 
mettre au point une méthode qui permette de caractériser la rétention en micro-organismes de 
systèmes membranaires en dynamique (c’est-à-dire au cours de la filtration) et en ligne (c’est-
à-dire directement sur les installations de filtration). Plus précisément, l’étude a porté sur les 
virus car ils sont les micro-organismes les plus petits et le plus souvent les plus pathogènes et 
les plus résistants.    
 
Au cours de ce travail, une nouvelle méthode basée sur l’utilisation d’un nouveau mime de 
virus a été développée en vue de caractériser des dynamiques de rétention. Une première 
phase de l’étude a consisté à mettre au point un mime de virus qui ait des caractéristiques 
physico-chimiques proches des virus natifs (en termes de taille, de poids moléculaire, de 
potentiel zeta, de densité) et qui soit détectable directement en solution (notamment en eau 
potable) par une méthode de détection rapide, simple, applicable in situ et en ligne, sensible et 
qui puisse échantillonner des volumes représentatifs des volumes d’eau produits dans les 
unités de filtration.  
Le nouveau mime de virus mis au point est un bactériophage MS2 qui a été modifié en 
surface par le greffage de sondes enzymatiques de manière à pouvoir être détecté et quantifié 
directement en solution et en ligne grâce à une réaction rapide catalysée par les enzymes des 
sondes enzymatiques greffées. Des sondes enzymatiques dont l’enzyme est la HRP 
(HorseRadish Peroxidase) ont été choisies car elles peuvent être utilisées en eau potable sans 
inhibition par les molécules présentes dans l’eau. Au cours de cette étude, un protocole 
reproductible de synthèse et de purification par HPLC-SEC de ce bactériophage modifié a été 
développé. Le protocole de synthèse permet un greffage uniforme et mécaniquement stable. 
Un protocole de caractérisation enzymatique quantitative de ce nouveau mime de virus a 
également été mis au point au cours de ce travail. Couplé à une analyse chromatographique 
quantitative il permet d’évaluer les propriétés du nouveau phage modifié en termes de 
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 détectabilité (nombre moyen de sondes enzymatiques greffées par phage et activité 
enzymatique des sondes greffées). Dans notre exemple, le nombre moyen de sondes greffées 
par phage varie de 60 à 130 molécules par phage selon la concentration de la suspension de 
phages natifs utilisée et l’activité enzymatique des sondes greffées (mesurées avec du 
pyrogallol) est comprise entre 2,8 104 et 3,8 104 min-1. Les protocoles de synthèse et de 
purification mais aussi de caractérisation enzymatique élaborés dans notre étude pourraient 
notamment être appliqués et/ou adaptés à tous virus possédant une coque protéique externe 
(ou capside) comme les phages MS2. Nous avons également déterminé les propriétés 
physiques du nouveau mime de virus mis au point, qui sera utilisé comme traceur. Ce 
nouveau traceur est représentatif de virus natifs en termes de taille (environ 65 nm) et de 
poids moléculaires (entre 12 000 et 22 000 kDa selon le nombre de nombre de sondes 
greffées). De plus, le potentiel zeta de ce nouveau traceur est très proche de celui des phages 
natifs (de l’ordre de -14 mV). Enfin, une première comparaison en filtration du phage MS2 
natif et du traceur sur une membrane plane d’ultrafiltration de 100 kDa en polyéthersulfone a 
montré un comportement similaire de ces deux espèces.  
Parallèlement, nous avons développé une méthode de détection de ce nouveau mime de virus. 
L’activité enzymatique induite (par la présence des sondes enzymatiques) du nouveau traceur 
peut être détectée et quantifiée par spectrophotométrie, fluorimétrie ou ampérométrie. La voie 
ampérométrique a été retenue dans cette étude pour sa plus grande sensibilité, sa capacité à 
analyser de grands volumes et son application possible en eau potable. En particulier, cette 
technique nécessite des temps d’analyse inférieurs à 10 min et permet d’analyser, à l’échelle 
du laboratoire, de larges volumes (de 1 à 30 mL) comparativement aux méthodes de 
quantification des phages natifs les plus rapides. D’autre part, la technique ampérométrique 
peut être appliquée en ligne en utilisant une cellule ampérométrique à écoulement. Cependant, 
dans cette étude préliminaire visant essentiellement à la mise au point et à la validité du 
principe de détection des traceurs, nous avons choisi d’utiliser une cellule ampérométrique 
fonctionnant en batch à partir d’échantillons contenant les traceurs à quantifier.  Ceci nous 
permet de diminuer dans un premier temps le nombre de paramètres possibles du système de 
mesure. Les paramètres opératoires de la mesure ont d’abord été optimisés. Puis, la 
comparaison des activités enzymatiques spécifiques de différentes espèces enzymatiques (i.e. 
l’enzyme HRP seule, la sonde enzymatique et le traceur) mesurées avec du TMB (3,3,5,5’- 
Tetramethybenzidine) par spectrophotométrie (prise pour méthode de référence) et par 
ampérométrie a permis de valider la mesure ampérométrique. Des expériences de filtration 
consistant à injecter des traceurs dans l’alimentation (sous forme d’échelon) et à suivre la 
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 présence de traceurs dans le perméat ont permis par la suite de valider la méthode développée 
en montrant sa capacité à différencier des comportements membranaires, à caractériser des 
dynamiques de rétention et à quantifier l’adsorption dans le circuit de filtration. Nous 
montrons en particulier que cette méthode permet de différencier clairement une membrane 
d’ultrafiltration et une membrane de microfiltration en termes de rétention de traceur. 
Le troisième volet de cette thèse a été  consacré à une étude de caractérisation des dynamiques 
de rétention d’une membrane plane et d’un module de fibre creuses en fonction de deux 
paramètres opératoires, à savoir la pression transmembranaire PTM et l’état du matériau 
membranaire (neuf ou vieilli). Cette étude a délibérément été réalisée avec des membranes 
laissant passer les traceurs en quantité suffisante pour suivre des dynamiques, notamment une 
membrane plane de microfiltration de taille moyenne de pores 0,1 μm et un module 
d’ultrafiltration de 15 fibres creuses dont une fibre présente un trou de 25 μm réalisé 
volontairement au laser. Nous avons  notamment mis en évidence l’influence d’une 
augmentation soudaine de la PTM en cours de filtration sur la rétention de la membrane 
plane. D’autre part, les tests réalisés avec le module présentant un défaut calibré sur une des 
ses fibres ont montré des variations la rétention pendant l’injection liée probablement à une 
adsorption des traceurs sur les fibres du module et à un colmatage du défaut.     
 
En conclusion, la méthode développée répond donc à de nombreux critères clés requis pour 
l’application visée et les résultats en filtration sont très prometteurs. Les premiers essais de 
filtration ont permis de valider des conditions opératoires de suivi en dynamique du traceur 
dans le perméat et constituent une base de départ pour une plus large étude des rétentions 
dynamiques de différents systèmes membranaires. Ce nouvel outil de caractérisation de la 
dynamique de rétention des virus ouvre des voies d’études sur le comportement en filtration et 
le risque de passage de virus pour différentes membranes, différents défauts, conditions 
opératoires et historiques de fonctionnement. En particulier, l’influence d’un colmatage 
organique/particulaire, des procédures de lavages/rétrolavages et la présence de défauts sont 
en cours d’étude pour différents systèmes membranaires.   
 
Cependant, en parallèle d’une étude plus large des dynamiques de rétention, des améliorations 
restent encore à conduire sur la sensibilité de la méthode. De nombreuses voies 
d’améliorations de ce seuil sont en effet possibles (utilisation de sondes enzymatiques de 8 à 
10 fois plus sensibles, changement du matériau de l’électrode de travail, …). Une voie 
d’amélioration du protocole de purification des traceurs sera également à étudier en vue de 
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 permettre une utilisation des traceurs sur des périodes significativement plus grandes ; 
l’utilisation d’une colonne HPLC-SEC plus résolutive pourra en particulier être testée dans 
l’objectif d’éviter une seconde purification des traceurs nuisible à l’activité et à la stabilité de 
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 Complément I.1. - Utilisation des traceurs en eau potable. 
 
Des sondes enzymatiques de type HRP ont été choisies pour la synthèse des traceurs. En effet, 
l’enzyme HRP (HorseRadish Peroxidase) catalyse une réaction rapide et peut être utilisée en 
eau potable sans inhibition par les molécules présentes dans l’eau. Le Tableau CI.1 recense 
les éléments potentiellement inhibiteurs de l’enzyme HRP et les concentrations seuil à partir 
desquelles ces éléments commencent à inhiber le fonctionnement de l’enzyme [Zollner et al., 
1999]. Le Tableau CI.1 liste également les concentrations maximales autorisées en ces 
éléments dans les eaux potables [Arrêté du 11 janvier 2007 du code la santé publique ; WHO, 
2006].   
 
Tableau CI.1.Eléments potentiellement inhibiteurs, concentrations seuils d’inhibition et concentrations 
maximales autorisées en eau potable. 
Eléments potentiellement 
inhibiteurs dans  
l’eau potable 








Cd2+ 23.6 0.005 47 000 
Cu2+ 20.5 2.0 10.3 
Fe2+ 8.8 0.2 44 
Fe3+ 8.8 0.2 44 
Mn2+ 1.4 0.05 28 
Ni2+ 156.0 0.02 7800 
Pb2+ 26.7 0.01 2670 
CN- 8.8 0.05 176 
 
Les rapports Ci/Co des concentrations inhibitrices sur celles maximales autorisées sont tous 
supérieurs à 10 et l’enzyme n’est donc pas inhibée en eau potable. 
 
On peut noter qu’une étude récente a mis en évidence un problème d’intégrité du phage MS2 
dans différentes matrices [Furiga et al., 2009]. Cette observation a pu être faite par une 
analyse PCR. Il apparait que des chocs osmotiques pourraient endommager la coque protéique 
(ou capside) du MS2 ce qui viendrait endommager le traceur également. Si des études se 
poursuivent visant à mettre en évidence l’intérêt d’un phage autre que le MS2, le travail 
réalisé dans cette étude pourra être transposé. En effet, le protocole de greffage des sondes 
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 enzymatiques et de purification développé au cours de ce travail (section 4.a et Annexe I.3) 




 Complément I.2. – Proportionnalité des aires sous le pic 
chromatographiques des phages avec la quantité de phages. 
 
Des suspensions de phages natifs amplifiés, extraits au chloroforme et filtrés, ont été injectées 
dans le système HPLC-SEC aux concentrations C0, C0/4 et C0/10 avec C0 = 1.85 1013 pfu 
mL-1 (± 7.0 %) puis rapidement éluées avec 35.0 mL d’éluant à 0.40 mL min-1. Un même 
volume (1.0 mL) est injecté à chaque fois. La Figure CI.1 présente les chromatogrammes à 
254 nm des suspensions de phages analysées aux concentrations C0 (courbe a), C0/4 (courbe 













































Figure CI.1. Chromatogrammes de suspensions de phages natifs amplifiés, extraits au chloroforme et 
filtrés aux concentrations C0 (courbe a), C0/4 (courbe b) et C0/10 (courbe c) avec C0 = 1.85 1013 pfu 
mL-1 (± 7.0%); où (1) représente le pic des phages natifs et (2) le domaine des protéines issues de la 
lyse des bactéries et/ou du milieu solide.    
 
Une analyse des aires totales sous le pic (1), mesurées selon le protocole décrit en Annexe I.2, 
a permis de mettre en évidence la proportionnalité de ces aires totales avec la concentration en 






 Tableau CI.2. Aires totales sous le pic (1) en fonction de la concentration des suspensions de  phages 
injectées. CV désigne le coefficient de variation. 
Concentration (pfu mL-1) Aire totale (mAu mL-1) Rapport des aires (-) 
C0 = 1.85 1013 
(CV = 7.0%) 
A0 = 5947 
(CV = 1.6%) 
 
C0/4 = 4.63 1012 
(CV = 8.2 %) 
A0/4 = 1512 
(CV = 2.8 %) 
 A0 / (A0/4) 
3.9 ± 0.2 (CV = 4.0 %) 
C0/10 = 1.85 1012 
(CV = 8.2 %) 
A0/10 = 607 
(CV = 3.0 %) 
A0 / (A0/10) 
9.8 ± 0.4 (CV = 4.2 %) 
 
 
Ces résultats confirment donc l’attribution du pic (1) de la Figure CI.1 aux phages MS2 natifs 
et mettent aussi en évidence que l’analyse quantitative des aires sous le pic de phages est un 




 Complément I.3. – Analyse chromatographique                                             
des sondes enzymatiques seules. 
 
Dans tous les cas étudiés ici, les sondes enzymatiques utilisées, synthétisées dans les mêmes 
conditions, présentent les mêmes caractéristiques et ont en moyenne deux molécules de HRP 
par molécule de neutravidine (selon les données fournisseur).  
La Figure CI.2 montre les chromatogrammes à 210 nm de sondes injectées dans la colonne à 
chromatographie. Le signal à 210 nm est un signal global (caractéristique des doubles liaisons 
et des groupes fonctionnels) qui s’avère être le plus sensible vis-à-vis des sondes. Les sondes 
sont préparées en reconstituant des sondes lyophilisées avec de l’eau ultrapure et en les 
diluant dans du tampon phosphate neutre (PBS). D’après le fournisseur, les sondes 
lyophilisées ne contiennent exclusivement que des sondes et des sels de tampon lyophilisés, 
dans des proportions connues. Ainsi, les masses exactes de sondes injectées dans la colonne 
peuvent être déterminées. La courbe 1 est obtenue en injectant une masse de sondes de 28.74 
± 0.98 μg et la courbe 2 en injectant une masse de 64.77 ± 2.79 μg ; ces masses ayant été 









































Figure CI.2. Chromatogrammes à 210 nm de la sonde enzymatique seule pour une masse injectée de 
28.74 ± 0.98 μg (courbe 1) et pour une masse injectée de 64.77 ± 2.79 μg (courbe 2). 
 
Ces chromatogrammes (courbes 1 et 2) présentent un pic reproductible, caractéristique de la 
sonde, centré sur 15.19 ± 0.03 mL et un pic centré sur environ 23 mL.  
Le pic centré sur 23 mL est appelé pic d’inclusion total : c’est dans cette fraction que se 
retrouve toutes les plus petites molécules non séparables par la colonne (c’est-à-dire de masse 
moléculaire < 5 kDa). L’aire totale sous ce pic n’est pas corrélée à la concentration en sondes 
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 et elle est de plus particulièrement importante pour les plus faibles concentrations en sondes. 
Ceci laisse donc supposer que ce pic à  23 mL est attribuable aux sels lyophilisés venant du 
tampon qui se seraient mal dissous au moment de la reconstitution des sondes. Ce pic n’est 
donc pas collecté au moment de la collecte des sondes en vue de déterminer leur activité 
enzymatique spécifique après passage dans la colonne (voir Complément I.5).  
D’autre part, selon les données fournisseur, la masse moléculaire des sondes est de 140 kDa, 
ce qui suggère que l’étalement du pic des sondes jusqu’au volume d’exclusion total (aux 
environs de 8.0 mL de volume d’élution) serait du à une agrégation des molécules de sondes. 
Le pic d’exclusion total correspond en effet à la fraction dans laquelle se retrouve toutes les 
plus grosses molécules non séparables par la colonne (c’est-à-dire de masse moléculaire > 
5000 kDa). Ce résultat a été confirmé par une analyse de tailles des sondes diluées dans du 
tampon neutre PBS (voir Figure CI.3 ci-dessous). L’impact de cette constatation sur la 
purification sera en particulier évalué lors de la quantification de la masse de sondes greffées 




















 Complément I.4. – Première comparaison en filtration des phages MS2 
natifs et des traceurs. 
 
Des essais de filtration préliminaires ont été réalisés pour comparer les comportements des 
phages MS2 natifs et des traceurs en filtration dans les mêmes conditions. Ces tests ont 
réalisés avec une membrane d’ultrafiltration (de Novasep Process, Orelis, France) faite en 
polyethersulfone (PES), avec un seuil de coupure nominal de 100 kDa et une perméabilité 
moyenne à l’eau ultrapure de 65 ± 11 L h-1 m-2 bar-1 à 20°C. Les tests de filtration ont été 
menées dans une cellule Amicon avec une surface membranaire de l’ordre de 12.6 cm2, sans 
agitation et à une pression transmembranaire (PTM) constante fixée à 0.5 bar. Une cocotte en 
inox de grande contenance (5L) est connectée à la cellule de filtration pour permettre des 
temps de filtration plus grands tout en maintenant une PTM constante. Le flux de perméat a 
été suivi toutes les 20s avec une balance électronique. Les expériences ont été réalisées à 
température ambiante; pendant les filtrations, la température a été relevée dans le perméat 
avec une sonde en températures de manière à pouvoir calculer le flux de perméat à 20°C en 
prenant en compte le facteur de correction en températures.  
Avant chaque expérience, le système de filtration entier a été désinfecté à l’éthanol et lavé. 
Une nouvelle membrane a été utilisée pour chaque essai. Avant les tests de filtration, les 
membranes ont été immergées au moins 24h dans un grand volume d’eau ultrapure contenant 
5 mg L-1 de javel, rincées à l’eau ultrapure puis compactées. Les perméabilités des 
membranes à l’eau ultrapure ont été déterminées avant et après filtration. Les suspensions de 
phages MS2 natifs et de traceurs ont été préparées dans de l’eau ultrapure.  
 
La Figure CI.4 reporte les perméabilités normalisées à 20°C obtenues en filtrant une 
suspension de bactériophages MS2 natifs dans de l’eau ultrapure à 1.75 ± 0.14 108 pfu mL-1 
(courbe a) et une suspension de traceurs dans de l’eau ultrapure à 1.75 ± 0.28 108 eq. pfu mL-1 
(courbe b) en fonction du volume filtré spécifique. La perméabilité normalisée est définie 
comme le rapport de la perméabilité Lp (L h-1 m-2 bar-1) mesurée en cours de filtration par la 
perméabilité initiale Lp0 (L h-1 m-2 bar-1). Le volume filtré spécifique est le volume filtré 
rapporté à l’unité de surface de membrane. Un même volume de suspension a été filtré dans 
les deux cas. Le Tableau CI.3 donne les perméabilités à l’eau et à 20°C des membranes 
utilisées pour filtrer la suspension des phages MS2 natifs et la suspension de traceurs, avant 
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Figure CI.4. Courbes de perméabilités normalisées obtenues pour une suspension de phages MS2 
dans de l’eau ultrapure à une concentration de 1.75 108 pfu mL-1 (courbe a) et pour une suspension 
de traceurs dans de l’eau ultrapure à une concentration de 1.75 108 eq. pfu mL-1 (courbe b).   
 
Tableau CI.3. Perméabilités à l’eau et à 20°C des membranes utilisées pour filtrer la suspension des 
phages MS2 natifs et la suspension de traceurs, avant filtration et après rinçage à l’eau.  
 
Perméabilité Lp0 à l’eau et à 20°C
avant filtration (L h-1 bar-1 m-2) 
Perméabilité à l’eau et à 20°C 
après rinçage  (L h-1 bar-1 m-2)
Phages MS2 natifs 54 ± 6 52 ± 6 
Traceurs 70 ± 8 70 ± 8 
 
Les courbes de la Figure CI.4 montrent un comportement similaire pour les phages et pour les 
traceurs sans chute de flux significative au cours de la filtration. De plus, les perméabilités 
mesurées à l’eau avant filtration et après rinçage à l’eau ne révèlent aucun colmatage 
irréversible (Tableau CI.3). Dans ces conditions, aucune différence de comportement de 
filtration entre les phages natifs et les traceurs n’a été mise en évidence lors de ces 
expériences préliminaires de filtration conduites avec une membrane polymérique 
d’ultrafiltration couramment utilisée en production d’eau potable, ce qui est un résultat 
encourageant pour l’application visée. 
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 Complément I.5. – Etudes de l’adsorption des sondes enzymatiques libres 
dans la colonne à chromatographie. 
 
Pour la mesure expérimentale de l’activité enzymatique spécifique des sondes collectées après 
un passage dans la colonne HPLC-SEC, une masse connue de sondes est injectée dans la 
colonne et le pic de sondes est collecté dans son intégralité en sortie de colonne  
[Complément I.3] pour être analysé par spectrophotométrie au pyrogallol dès collecte 
(section 3.e.ii).  
Afin de déterminer si la masse de sondes injectée est récupérée dans sa totalité en sortie de 
colonne, une étude préliminaire sur l’adsorption éventuelle des sondes dans la colonne a été 
menée. En effet, si des sondes sont retenues dans la colonne au cours de leur passage, la 
masse de sondes récupérée en sortie de colonne serait alors tronquée d’une masse de sondes 
adsorbées, ce qui aurait un impact sur la concentration des sondes collectées et donc sur 
l’activité enzymatique spécifique mesurée.  
 
Le protocole mis en œuvre pour évaluer la quantité d’éventuelles sondes adsorbées est 













mADS= mE2a + mE2b + mE3a + mE3b
Ads% = 5.mADSMAX / mE0MIN*100
Détermination de kcatSONDEHPLC
par mesures de vitesses initiales 
avec le lecteur à plaques
Dosage au pyrogallol avec le 
lecteur à plaques, à partir de la 
connaissance de kcatSONDEHPLC
Dosage au pyrogallol avec le 
lecteur à plaques, à partir de la 
connaissance de kcatSONDEHPLC
Hypothèse: mE0 = mE1
Ads% négligeable ?
 
Figure CI.5. Protocole mis en œuvre pour l’étude d’adsorption. 
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 La quantification de l’adsorption a donc été réalisée en injectant des masses connues de 
sondes dans la colonne (mE0), en collectant l’intégralité des pics de sondes en sortie de 
colonne (correspondant à la masse mE1) puis en lavant successivement la colonne avec de 
l’éluant et en collectant à chaque lavage d’éventuelles masses de sondes désorbées (mE2a et 
mE2b pour le premier lavage ; mE3a et mE3b pour le second lavage). Les masses mE2a et 
mE3a sont collectées entre 14.00 et 16.00 mL, c’est-à-dire autour du volume d’élution 
caractéristiques des sondes de manière à minimiser la dilution des sondes pendant la collecte 
et permettre une meilleure détection spectrophotométrique au pyrogallol de leur activité 
enzymatique. Les masses mE2b et mE3b sont collectées entre 7.50 et 8.50 mL de volume 
d’élution pour vérifier la présence de sondes dans le pic d’exclusion total.  
Dans un premier temps, la masse de sondes injectées dans la colonne est supposée être 
totalement collectée en sortie de colonne ; en d’autres termes, mE0 est supposée être égale à 
mE1. Cette hypothèse, dont la justesse pourra être évaluée par les résultats expérimentaux 
obtenus, permet en particulier de mesurer l’activité enzymatique spécifique des sondes en 
sortie de colonne kcatSONDEHPLC (section 3.e.ii).  
D’autre part, en considérant que l’activité enzymatique des sondes éventuellement désorbées 
au cours des lavages successifs est identique à kcatSONDEHPLC, il est possible de déterminer les 
concentrations des éventuelles sondes désorbées dans les fractions collectées à partir de la 
connaissance de kcatSONDEHPLC. Les masses mE2a, mE2b, mE3a et mE3b (ainsi que leur 
somme mADS) sont donc déduites des concentrations mesurées et de la connaissance des 
volumes des fractions collectées.  
L’adsorption des sondes par la colonne est évaluée par le pourcentage que représente la masse 
totale éventuellement désorbée relativement à la masse injectée (Ads%). Ce pourcentage est 
calculé dans les conditions les plus défavorables, c’est-à-dire en considérant la masse totale 
maximale désorbée (mADSMAX, qui est la masse totale désorbée mADS à laquelle est rajoutée 
l’incertitude sur la mesure) affectée d’un facteur 5 (pour prendre en compte le fait que les 
collectes des sondes ont été conduites sur des portions du domaine du pic des sondes 
représentant, dans le cas le plus défavorable, au minimum 1/5 du domaine total du pic des 
sondes) et la masse minimale injectée (mE0MIN) qui est la masse mE0 initialement injectée, à 






 Trois masses de sondes injectées mE0, représentatives de la gamme des masses mises en jeu 
lors de la synthèse des traceurs, ont été testées: une petite masse (1.13 ± 0.06 μg), une masse 
intermédiaire (28.74 ± 0.98 μg) et une masse plus grande (64.77 ± 2.79 μg). Les sondes sont 
préparées en reconstituant des sondes lyophilisées dans de l’eau ultrapure à 5.00 ± 0.09 g L-1 
et les diluant dans du tampon PBS neutre. Les conditions opératoires de la colonne sont 
identiques à celles appliquées lors de la synthèse des traceurs : les masses de sondes sont 
injectées dans la colonne et sont rapidement éluées avec 35.0 mL d’éluant à 0.40 mL min-1 ; la 
colonne étant lavée deux fois avec 35.0 mL d’éluant à 0.40 mL min-1. Les différentes 
fractions sont collectées dans des tubes en verre pour limiter l’adsorption et stockée à l’abri de 
la lumière à 4°C pour analyse. Toutes les expériences (injection, lavages successifs, collectes 
et caractérisations enzymatiques) sont conduites le même jour et sur un intervalle de temps 
minimisé. En particulier, les fractions sont analysées dès collecte.  
Le Tableau CI.4 ci-dessous illustre les résultats de l’étude d’adsorption menée (NA signifie, 
dans le cas de la mesure des kcatSONDEHPLC, qu’aucun pic HPLC-SEC de sondes n’est visible 
et dans le cas des mesures des masses de sondes collectées, que le signal mesuré par 
spectrophotométrie n’est pas significatif  par rapport au blanc).  
 
Tableau CI.4. Résultats de l’étude d’adsorption. 
 Etude 1 Etude 2 Etude 3 
mE0 (μg) 1.13 ± 0.06 28.74 ± 0.98 64.77 ± 2.79 
<kcatSONDEHPLC> NA  4.75 ± 0.10 104 4.32 ± 0.15 104 
mE2a (ng) NA 23.33 ± 1.61  60.89 ± 4.75 
mE2b (ng) NA 8.90 ± 0.48 17.60 ± 1.27 
mE3a (ng) NA 9.67 ± 0.79 7.86 ± 0.54 
mE3b (ng) NA NA 4.76 ± 0.26 
mADS (ng) NA 41.90 ± 3.10 91.11 ± 7.38 
mADSMAX (ng) NA 45.00 98.49 
ME0MIN (μg) NA 27.73 61.98 






 Les résultats montrent que des sondes sont désorbées pour les deux plus grandes masses de 
sondes injectées. Cependant, ces masses sont négligeables devant celles injectées (en effet,       
Ads% = 0.81 % pour mE0 = 28.74 μg et Ads% = 0.79 % pour mE0 = 64.77 μg). L’hypothèse 
selon laquelle la masse totale collectée en sortie de colonne est égale à la masse injectée est 
donc vérifiée. En conclusion, l’adsorption des sondes dans la colonne est négligeable et sera 

















 Complément I.6. – Influence de la concentration en traceurs sur le nombre 
moyen de sondes greffées par phage lors de la synthèse des traceurs. 
 
Quatre lots de traceurs ont été réalisés à partir d’une même suspension de phages MS2 natifs à 
une concentration de 3.42 1012 pfu mL-1 (± 6.1%) et selon le même protocole que celui décrit 
en Annexe I.3 et en section 4.a (soit avec une concentration de sondes enzymatiques pour le 
greffage de 71.46 ± 1.79 μg mL-1). Une caractérisation enzymatique quantitative de ces lots 
de traceurs a été conduite selon le même protocole décrit dans la section 4.f. Cette 
caractérisation quantitative a montré un greffage reproductible avec un nombre moyen de 
sondes enzymatiques greffées par phage de 124 ± 11 molécules de sondes, ce qui est le double 
du nombre moyen de sondes greffées sur des traceurs synthétisés à partir d’une suspension de 
phages MS2 natifs à une concentration de 1.85 1013 pfu mL-1 (± 7.0%). Cette différence 
d’efficacité du greffage est probablement liée à une gêne stérique moins importante dans le 
cas de plus faibles concentrations en phages natifs qui favorise une meilleure diffusion des 
sondes enzymatiques vers les sites de greffage disponibles à la surface des phages biotinylés. 
D’autre part, quel que soit le nombre moyen de sondes greffées par phage, l’activité 
enzymatique des sondes greffées varie toujours entre 2.8 104  et 3.8 104 min-1.  
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 Complément I.7. – Etude de la stabilité enzymatique des traceurs. 
 
L’étude de la stabilité de l’activité enzymatique spécifique kcat (min-1) des sondes greffées de 
traceurs issus de lots différents a été réalisée sur des temps allant de 6h à 38h. Au cours de ces 
études, les traceurs ont été stockés dans du tampon phosphate neutre (PBS). En particulier, 
dans le cas des études de stabilité conduites sur moins de 10h, les traceurs étaient stockés à 
température ambiante. Pour les études réalisées sur plus de 10 heures, les traceurs ont été 
stockés à 4°C. La Figure CI.6 montre les rapports des activités enzymatiques spécifiques des 
sondes greffées mesurées au bout d’un t (kcat,t) sur les activités enzymatiques spécifiques 




























Figure CI.6. Rapports des activités enzymatiques spécifiques des sondes greffées mesurées au bout 
d’un t (kcat,t) sur les activités enzymatiques spécifiques initiales (kcat,0) correspondantes.  
 
Notamment, l’activité enzymatique spécifique des sondes greffées des traceurs est stable sur 
8h. Les traceurs sont donc utilisés le jour même de leur production. Au moment de leur 
utilisation, une caractérisation de leur activité enzymatique spécifique est réalisée et un 
échantillon témoin est mis de réserve pour vérifier la stabilité de l’activité enzymatique des 
traceurs sur leur temps d’utilisation.  
La perte de l’activité enzymatique constatée au bout de 8h est certainement une conséquence 
de la purification répétée des traceurs par HPLC-SEC (chromatographie liquide d’exclusion 
de taille) qui fragilise les sites actifs des sondes enzymatiques greffées, les rendant moins 
stables dans le temps (section 4.h). L’utilisation d’une colonne à chromatographie plus 
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 performante (Column Sephacryl S-500HR, from GE Healthcare) pourrait permettre de séparer 
de manière beaucoup plus résolue les traceurs de l’excédent de sondes et éviterait la présence 
de sondes libres dans la fraction de traceurs collectée à l’issue de la première purification, ce 
qui éviterait donc aussi une seconde purification successive nuisible à la stabilité de l’activité 
enzymatique des traceurs mais aussi à l’activité enzymatique des traceurs (section 4.h). Cette 













 Complément II.1. - Possible application of the amperometric detection                          
in drinking water. 
 
The amperometric measure could possibly be applied in drinking water as  the major 
reducible species present in drinking water (i.e. Fe2+, Cu2+, Cd2+, Pb2+, Ni2+, CN-) are not 
likely to interact with the measure. Indeed, their respective equilibrium potential at the pH of 
the measure (i.e. 5.20), given by their potential-pH diagram, are lower than the polarization 
potential applied for the measure (i.e. 240 mV) which meant that they would not be reduced at 
the working electrode and would not generate a secondary cathodic current. Table CII.1 
summarizes the oxidation degree in which are these major reducible species at pH = 5.20 and 
for the higher concentrations in these species authorized in drinking water (according to the 
European standard), their corresponding oxido-reductive couples and their equilibrium 
potential. 
 
Table CII.1. Oxidation degree, oxido-reductive couple and equilibrium potential of the major reducible 
species present in drinking water.  
Species Oxidation degree Oxido-reductive couple Equilibrium potential  (mV)
Fe2+ + II  (Fe2+) Fe2+ /  Fe - 447 
Cu2+ + I  (Cu2O) Cu2O / Cu 148 
Cd2+ + II  (Cd2+) Cd2+ /  Cd - 400 
Pb2+ + II  (Pb2+) Pb2+ / Pb - 126 
Ni2+ + II  (Ni2+) Ni2+ /  Ni - 257 










 Complément II.2 - Calculation of ULlimit (i.e. the number of catalytic units 
per unit solution volume for which only TMBradical is formed                                  
in solution for at least 15 min). 
 
A catalytic unit (U) is defined as the amount of enzyme required to form 1.0 μmol of 
TMBradical in 20s at room temperature and at pH = 5.20 in the following solution: TMB 2.00 
10-4 mol L-1 and H2O2 1.00 10-3 mol L-1. The use of catalytic units per unit volume of solution 
(UL) allowed in particular to compare directly the catalytic activities of different HRP 
enzymatic entity solutions (i.e. HRP enzyme, probe and tracer) whatever their concentrations 
or the used measure cells. The number of catalytic units per unit volume UL (U L-1) is defined 
for any enzymatic entity as: 
UL = NU * ([EnzEntity] / α) * M                                   Eq. (CII.1) 
With:                                       NU = [m / M * kcat * t20s] / m                                                     Eq. (CII.2) 
Where: 
NU (U mg-1) is the number of units per mg of enzymatic entity, 
m ( m = 1 mg) is the considered mass of the enzymatic entity, 
M (mg μmol-1) is the molecular weight of the enzymatic entity. According to the provider 
data, M = 40 mg μmol-1 for the free HRP enzyme and M = 140 mg μmol-1 for the probes 
(either free or grafted on the phages), 
kcat (min-1) is the specific enzymatic activity of the enzymatic entity,  
[EnzEntity] (μmol L-1) is the enzymatic entity concentration in the spectrophotometric cell or 
in the amperometric cell, 
t20s (t20s = 20/60 min) is the time involved in the catalytic unit definition, 
and 
α (-) was the average number of HRP molecules per molecule of enzymatic entity. In the case 
of the enzyme HRP, α =1 whereas α =2 on average (provider data) for the enzymatic probes 
and the tracers. 
 
In the case presented in Figure 6 of the publication, the specific enzymatic activity kcat of the 
tested free HRP was found to be kcat = 1.59 ± 0.11 105 min-1 on average. The corresponding 
UL was thus 0.374 ± 0.032 U L-1  (according to Equations (CII.1) and (CII.2) with 
[EnzEntity] = 7.05 ± 0.06 10-12 mol L-1) and was chosen as the UL limit (ULlimit) as only 
TMBradical is formed over 15 min for this condition. 
 224
 Complément II.3 - Verification of the range of catalytic units per unit of cell 
volume (UL) used for the validation of the amperometric measure for the 
three HRP enzymatic entities tested. 
 
From the measures of the specific enzymatic activities (kcatA and kcatS given in Table 6 of the 
publication), the maximal UL (ULmax) involved in these measures was accessible for each 
tested HRP enzymatic specie (Table CII.2 below) and found to be lower than the UL limit 
(ULlimit) defined in section 5.b. The ULmax values were calculated from the Equations (CII.2) 
and (CII.3) and verified thus the conditions on the catalytic units number per cell volume over 
15 min. 
 
Table CII.2. ULmax values involved in the measures of the specific enzymatic activities by amperometry 
and by spectrophotometry for each enzymatic entity tested. 
Enzymatic entity ULmax (U L-1)
Enzyme 0.374 ± 0.032
Enzymatic probes 0.126 ± 0.011













 Complément II.4 - Comparison of the sensitivities of the amperometric 
method (A) and the spectrophotometric method (S). 
 
Table CII.3 gives the V0S (s-1) and V0A (A s-1) slopes measured for the lowest tracer 
concentration tested (i.e. 1.07 ± 0.01 10-11 eq. mol L-1 in equivalent of grafted probes), as well 
as the respective analyzed volumes Vanalyzed S and Vanalyzed A (mL), the respective maximal 
analyzable volumes Vmax S and Vmax A (mL) allowed by each method and the respective slope 
threshold V0Threshold S (s-1) and V0Threshold A (A s-1) fixed to 2.3 times the slope of the respective 
blank slopes. 
 
Table CII.3. V0S (s-1) and V0A (A s-1) slopes measured for the lowest tracer concentration tested, as 
well as the respective analyzed volumes Vanalyzed S and Vanalyzed A (mL), the respective maximal 
analyzable volumes Vmax S and Vmax A (mL) and the respective slope threshold V0Threshold S (s-1) and 










5.05 ± 0.09 10-4  s-1 
5.0 10-3 
(± 0.3 %) 
0.125 
(± 0.3 %) 
ViThreshold S = 









ViThreshold A = 
2.32 ± 0.16 10-10 A s-1
 
These data allow notably to compare the sensitivity of the two methods, by taking into 
account first the detection gain permitted by the analysis volume (respectively GvS and GvA) 
and second the detection gain permitted by the measured signal (respectively GmS and 
GmA). The total possible gain in detection allowed for the spectrophotometric method GS is 
defined thus as: 
GS = GvS * GmS                                        Eq. (CII.3) 
With 
GvS (-) is defined as: GvS = Vmax S / Vanalyzed S  and 






 Similarly, the total possible gain in detection allowed for the amperometric method GA is 
defined thus as: 
GA = GvA * GmA                                  Eq. (CII.4) 
With 
GvA (-) is as: GvA = Vmax A / Vanalyzed A  and 
GmA (-) is as: GmA = V0A / V0Threshold A. 
 
According to Equations (CII.3) and (CII.4), GS = 39, GA = 251 and GA/GS = 6.4, which puts 


























 Complément II.5 - Possible ways to improve the detection threshold of the 
amperometric measure. 
 
The major possible improvement lie for the moment in the use of enzymatic probes 8 to 10-
times more sensitive than these used currently for the tracer synthesis. However, several 
optimisations of the amperometric measure system could also be envisaged to improve the 
detection threshold. In particular, the working electrode material could be replaced by a 
material on which the reduction reaction could be fastened (for example, glassy carbon). The 
oxidation of the TMB can also be pushed to its term, notably by adding concentrated 
sulphuric acid to form TMBox, which would lead to the exchange of two electrons (rather 











 HPLC-SEC: High Performance Liquid Chromatography – Size Exclusion Chromatography. 
HRP: HorseRadish Peroxidase. 
PBS: Neutral Phosphate Buffer Saline solution. 
All terms put in the following brackets < > refer to the mean values of the concerned terms. 
 
CHAPITRE I 
Ti designates the peak or the fraction of tracers at the ith  HPLC-SEC purification step.    
Si designates the peak or the fraction of free probes at the ith  HPLC-SEC purification step.      
 
Name Unit Definition 
CT eq. pfu mL-1 Tracer concentration in the mixture of tracers and free probes to purify. 
CTi eq. μg mL-1 Tracer concentration in the collected Ti fraction (in grafted probe equivalent). 
CTi eq. pfu mL-1 Tracer concentration in the collected Ti fraction (in pfu equivalent). 
dphage nm Mean MS2 bacteriophage diameter. 
dtracer nm Mean tracer diameter. 
kcatPROBEHPLC min-1 Specific enzymatic activity of the mother solution of free probes used for the 
tracer synthesis that was passed through the chromatographic column. 
kcatTRACERi min-1 Specific enzymatic activity of the tracers in the collected Ti fraction. 
l.ε L mol-1 Beer-Lambert constant of purpurogallin at 450 nm. 
Mphage kD Mean molecular weight of the MS2 bacteriophages. 
Mprobe kD Mean molecular weight of the enzymatic probes used for the tracer synthesis. 
mprobe/tracer kg Average mass of grafted probes surrounding a tracer. 
mS0 μg Mass of probes initially injected in the chromatographic column. 
mS1total μg or ng Total mass of free probes engaged in the first purification. 
mSicollected μg Mass of free probes collected at the ith purification. 
mSiTi μg or ng Mass of free probes in the collected Ti tracer fraction. 
mSiTiinjected μg or ng Mass of free probes injected in the chromatographic column                                  
for the (i+1)th purification step. 
mT1total μg Total mass of probes grafted on the MS2 phages. 
mTicollected μg Mass of grafted probes contained in the collected Ti tracer fractions 
mTiinjected μg Mass of grafted probes injected in the chromatographic column                              
for the (i+1)th purification step.  
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 MW kD Mean molecular weight of the tracers. 
N (-) Average number of probe molecules fixed on the phages. 
Nb (-) Average number of probe molecules grafted per phage. 
OD (-) Absorbance measured at 450 nm. 
[ProbeFREE] mol L-1 Free probe concentrations involved in the kcatTRACERi determination. 
[ProbeTRACER] mol L-1 Grafted probe concentrations involved in the kcatTRACERi determination. 
Q eq. pfu Tracer quantity in the initial mixture of tracers and free probes to purify. 
R2 (-) Linear regression coefficient of the regression giving kcatTRACERi. 
rSi (-) Ratio of the area collected under the Si peak to the total Si peak area. 
rSiTi (-) (-) Ratio of the area portion under the Si peak intersecting the collected Ti fraction 
to the total Si peak area. 
rTi (-) Ratio of the area collected under the Ti peak to the total Ti peak area. 
VcollSi mL Volume of the collected Si fraction of free probes.  
VcollTi mL Volume of the collected Ti tracer fraction. 
Vexternal m3 Average external volume of the tracer. 
VimaxFREE mol L-1 min-1 Maximal initial production rate of purpurogallin due to free probes only. 
VimaxGLOBAL mol L-1 min-1 Maximal initial production rate of purpurogallin measured in the Ti fraction.  
Vinjection mL Volume of sample injected in the chromatographic column. 
VimaxTRACER mol L-1 min-1 Maximal initial production of purpurogallin rate due to tracers only. 
Vprobe m3 Average volume of grafted probes surrounding a tracer. 
   
α (-) Average number of HRP molecules per molecule of enzymatic probe. 
β % Volume fraction of grafted probes in the total external tracer volume. 
ε (-) Average external porosity of the tracer. 
ρprobe kg m-3 Volume mass of probes in water. 
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 CHAPITRE II 
MF: MicroFiltration. 
RDE: Rotating Disc Electrode. 
TMB: 3,3',5,5'-TetraMethylBenzidine. 
TMBradical: Oxidized TMB (oxidation degree =1). 
TMBox: Oxidized TMB (oxidation degree =2). 
UF: UltraFiltration. 
Name Unit Definition 
Cperm,i 
eq. pfu mL-1 
or eq. mol L-1 
Tracer concentration expressed either in pfu equivalent (eq. pfu mL-1) or in 
equivalent of grafted probes (eq. mol L-1) at the time i. 
Csuspension eq. pfu mL-1 Tracer concentration in the filtrated tracer suspension. 
DTBMradical m².s-1 Diffusion coefficient of the TMBradical in solution. 
F C.mol-1 Faraday constant. 
[Genzyme] mol L-1 Concentration of grafted enzymes in the amperometric cell. 
I A Cathodic current generated. 
K A L mol-1 Diffusion law constant. 
kcatA min-1 Specific enzymatic activities measured by amperometry. 
kcatS min-1 Specific enzymatic activities measured by spectrophotometry. 
l.ε652nm L mol-1 Beer-Lambert constant of TMBradical at 652 nm. 
l.ε620nm L mol-1 Beer-Lambert constant of TMBradical at 620 nm. 
ncons mol Quantity of TMBradical consumed at the working electrode. 
nproduced mol Quantity of  TMBradical produced in solution. 
OD (-) Absorbance at 652 or 620 nm. 
S m² Active area of the working RDE. 
t s Time . 
TMP bar Transmembrane pressure. 
Vcell L Total analysis volume of the amperometric cell. 
V0A A min-1 Slope of the tangent of the kinetic curve giving the current versus time. 
V0S min-1 Slope of the tangent at the origin of the curve giving the absorbance versus time.
Vi L mol min-1 Maximal initial production rate of TMBradical. 
ViA L mol min-1 Maximal initial production rate of TMBradical measured by amperometry. 
ViS L mol min-1 Maximal initial production rate of TMBradical measured by spectrophotometry. 
U U Catalytic unit. 
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 UL U L-1 Catalytic units per unit solution volume. 
ULlimit U L-1 Upper UL limit under which only TMBradical is formed over at least 15min 
W % Ratio of ncons to nproduced. 
   
α (-) Average number of HRP molecules per molecule of enzymatic probe. 
δ m Thickness of the diffusion layer around the RDE. 
ω tr min-1 Rotation velocity of the RDE. 
   
   
CHAPITRE III 
MF : MicroFiltration. 
UF : UltraFiltration. 
 
Calim eq. pfu mL-1 Concentration d’alimentation en traceurs. 
Cpermi eq. pfu mL-1 Concentration en traceurs dans le perméat au temps i. 
Cretf eq. pfu mL-1 Concentration en traceurs dans le rétentat collecté en fin de filtration. 
Cret,thi eq. pfu mL-1 Concentration théorique en traceurs dans le rétentat à l’instant i. 
Cret,thf eq. pfu mL-1 Concentration théorique en traceurs dans le rétentat en fin de filtration. 
Cret,thf   
corrigée 
eq. pfu mL-1 
Concentration théorique en traceurs dans le rétentat en fin de filtration,  
prenant en compte les pertes par adsorption. 
Lpo L h-1 m-2 bar-1 Perméabilité avant filtration à 20°C. 
Lpfin L h-1 m-2 bar-1 Perméabilité après filtration à 20°C. 
Lpf L h-1 m-2 bar-1 Perméabilité à 20°C après rinçage de la membrane. 
Pe bar Pression à l’entrée du module de fibres creuses. 
PTM bar Pression transmembranaire. 
Qalim eq. pfu Quantité totale de traceurs injectée dans le système membranaire. 
Qads eq. pfu Quantité maximisée de traceurs adsorbés sur une surface donnée. 
Qads/S eq. pfu m-2 Quantité maximisée de traceurs adsorbés par unité de surface mise en contact.  
qalim L h-1 Débit d’alimentation du module de fibres creuses.  
Ralim,i             (-) Rétention en traceurs observée par rapport à l’alimentation à l’instant i. 
LRV,i (-) Ralim,i exprimée en Log Removal Value. 
Rapp,i               (-) Rétention membranaire apparente en traceurs à l’instant i. 
Scontact,F m2 Surface des éléments du système de filtration mis en contact avec les traceurs. 
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 Sfiltration m2 ou cm2 Surface de filtration. 
tfiltration min Durée de filtration. 
Vcell mL Volume de la cellule de filtration Millipore entièrement remplie. 
Vcell, spec L m-2 Volume spécifique de la cellule de filtration Millipore.  
Vfiltration mL Volume de suspension de traceurs filtrée. 
Vint,fibres mL Volume interne des fibres du module. 
Vpermi mL Volume de perméat collecté à l’instant i. 
Vres mL Volume résiduel de liquide de référence à l’instant initial. 
Vretf mL Volume de rétentat collecté en fin de filtration. 
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 ANNEXE I.1 - Protocole expérimental détaillé de la préparation                               
des lots de phages MS2 natifs 
 
La culture des phages, tout comme le dénombrement, est réalisée par voie solide en utilisant 
les E. coli comme bactéries hôtes. Les plaques gélosées, le soft agar, le milieu de culture, le 
levain d’E. coli et les dilutions de phages sont préparés avant la mise en culture. Les 
conditions opératoires de stérilité sont conduites sous un poste de sécurité microbiologique 
(Subra, France). 
 
•  Gélose: la trypticase (10.0 g L-1), l’extrait de levure (1.0 g L-1), le glucose (1.0 g L-1), NaCl      
(8.0 g L-1), CaCl2, 2H20 (0.3 g L-1) et le Bacto agar (15.0 g L-1) sont mélangés dans de l’eau 
déminéralisée. Le mélange est alors autoclavé à 121°C pendant 20 minutes et laissé refroidir à 
45°C. La gélose est dispatchée dans des boîtes de Pétri de 90 mm et laissée durcir à 
température ambiante. Une fois durcie, les plaques gélosées sont retournées, couvertes avec 
du parafilm et utilisées les jours qui suivent. 
• Soft agar: le Bacto agar (5.0 g L-1) et NaCl (9.0 g L-1) sont mélangés dans de l’eau 
déminéralisée. Le mélange est alors autoclavé à 121°C pendant 20 minutes et maintenu à  
45°C dans un thermostat. Le soft agar est préparé la veille de la mise en culture ou du 
dénombrement.  
• Milieu de culture: la trypticase (10.0 g L-1), l’extrait de levure (1.0 g L-1), le glucose (1.0 g 
L-1), NaCl (8.0 g L-1) et CaCl2, 2H20 (0.3 g L-1) sont mélangés dans de l’eau déminéralisée. Le 
pH est ajusté à 7.2 ± 0.1 avec de la soude 1N. Le mélange est alors autoclavé à 121°C pendant 
20 minutes et laissé refroidir à température ambiante. Le milieu de culture est utilisé pour 
diluer les phages et faire le levain d’E. coli (par ensemencement). Le levain de bactéries hôtes 
est notamment relancé le matin même de la mise en culture pour assurer un bon état 
physiologique des bactéries. La concentration en bactéries hôtes est déterminée par une 
mesure spectrophotométrique à 600 nm.   
   
Les bactéries hôtes (0.1 mL) puis le soft agar (3 mL) sont directement introduits dans une 
suspension de phages relativement peu diluée (0.9 mL). Le tout est mélangé avant d’être 
coulé sur plaque gélosée. La génération de la suspension de phages stocks est obtenue en 
inoculant un ratio 1 :10 de phages et de bactéries hôtes pour produire une grande quantité de 
phages, ce qui résulte en une lyse totale. Après 8 heures d’incubation des plaques à 37°C, les 
couches supérieures contenant les cellules infectées sont grattées et collectées dans des tubes à 
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 centrifuger en verre (Corex, ref. Corex II AIII4520-25) contenant un minimum de tampon 
PBS neutre. Les cultures de bactériophages sont alors extraites au chloroforme pour éliminer 
les débris bactériens et/ou libérer les phages contenus dans les bactéries hôtes. Pour cela, du 
chloroforme est ajouté à chaque tube à 10 % (v/v). Les tubes sont alors vortexés et centrifugés 
à 9000 rpm pendant 20 minutes à 4°C dans une centrifugeuse réfrigérée Sorvall RC-5B. A 
l’issue de la centrifugation, le surnageant est récupéré puis filtré sur filtre stérile 0.2 μm. Les 
étapes d’extraction au chloroforme et de filtration sont répétées deux fois. La suspension de 
phages est stockée dans le noir à 4°C dans son tampon PBS neutre et dans des contenants 


























 ANNEXE I.2. Exploitation des aires totales de pics chromatographiques 
 
L’efficacité de séparation de deux pics chromatographiques voisins est traduite par le 
coefficient de résolution R relatif à ces deux pics ; R étant défini comme suit :  
R = 2. │∆Ve│/ LT                                        Eq. (AI.1) 
Avec :  
∆Ve│ : valeur absolue de la différence des volumes d’élutions propres à chaque pic, 
LT : somme des  largeurs de chaque pic.  
 
L’aire totale d’un pic revenant à la ligne de base est classiquement déterminée par une 
intégration directe entre le début et la fin du pic. Pour des pics moins résolus mais clairement 
séparés (1.2 < R < 1.4) qui montre notamment une extrémité ne regagnant pas complètement 
la ligne de base, les mesures d’aires totales sont conduites en deux étapes: une intégration 
directe complétée par une triangularisation.  
La Figure AI.1 ci-dessous illustre la méthode des tangentes appliquée pour la 
triangularisation. Par le biais du logiciel, les chromatogrammes peuvent être différenciés au 
premier ordre, ce qui permet d’obtenir avec précision les pentes des tangentes à chaque point 
des chromatogrammes. En particulier, la superposition d’un chromatogramme et de sa forme 
différenciée ainsi que l’utilisation des fonctions « zoom » et « marker » dans la zone d’intérêt 
rendent possible, avec une bonne sensibilité, la détermination d’un point à partir duquel les 
valeurs des pentes deviennent significativement grande par valeur absolue (c’est-à-dire un 
tiers de la pente de la tangente au sommet de la courbure du pic). La Figure AI.1 illustre la 
détermination de ce point qui peut être considéré comme un point de rupture entre la courbe 
propre au pic et la zone de mélange suivant le pic. Dans ce contexte, la tangente en ce point à 
la courbe est supposée être le prolongement du pic jusqu’à la ligne de base. L’aire 
correspondante (en gris sur le zoom de la Figure AI.1) est donc assimilée à celle d’un triangle, 
qui est calculée connaissant la hauteur α et la longueur β (déductible de la pente de la tangente 
et de la connaissance du point de rupture). La majeure partie de l’aire (couverte par des traits 
obliques sur le zoom de la Figure AI.1) est déterminée par une intégration directe entre 
l’extrémité du pic revenant à la ligne de base et la ligne verticale passant par le point de 













































































 ANNEXE I.3 - Protocole expérimental détaillé des greffages des molécules 
de biotine activée et des sondes enzymatiques. 
 
Deux millilitres (2.00 ± 0.05 mL) de suspension de phages natifs, extraits au chloroforme et 
filtrés, sont prélevés stérilement et introduits dans un tube en verre stérile puis stockés dans le 
noir à 4°C avant le marquage. Le pot de biotine activée, stocké à -30°C, est équilibré à 
température ambiante pendant 30 min. Sous une hotte, 10.0 ± 0.1 mg de biotine sont pesés 
aussi vite que possible et ajoutés immédiatement à la suspension de phages. La suspension est 
mélangée à la micropipette jusqu’à totale dissolution de la biotine. La réaction est conduite à 
température ambiante (20°C), sous agitation (120 rpm) et à l’abri de la lumière pendant 40 
min. Le tube est stocké une nuit à 4°C dans le noir. Le lendemain matin, le mélange est 
chargé dans la boucle d’injection du système HPLC-SEC préalablement équilibré puis 
rapidement élué avec 35.00 mL d’éluant à un débit de 0.50 mL min-1. Les phages biotinylés 
sont collectées entre les volumes d’élution 9.50 mL et 14.00 mL dans un tube en verre stérile. 
Le système HPLC-SEC est lavé avec de l’éluant après la collecte. Dans une seconde étape, 
des sondes enzymatiques reconstituées à une concentration de 5.00 ± 0.09 g L-1 avec de l’eau 
ultrapure sont ajoutées aux phages biotinylés collectés à une concentration de 71.46 ± 1.79 μg 
mL-1 puis le mélange est immédiatement mélangé et laissé sous agitation (120 rpm), protégé 
de la lumière à température ambiante (20°C) pendant 20 min. Tout de suite après cela, le 
mélange est chargé dans la boucle d’injection du système HPLC-SEC préalablement équilibré 
puis rapidement élué avec 35.00 mL d’éluant à un débit de 0.40 mL min-1. La fraction de 
traceurs, purifiée une première fois, est collectée entre les volumes d’élution 7.50 mL et 10.00 
mL dans un tube en verre stérile et stockée dans le noir à 4°C. Une fois que les 35 mL 
d’éluant ont été élués, la fraction de traceurs collectée est purifiée une nouvelle fois dans les 
mêmes conditions opératoires que précédemment et collectée entre 7.50 et 10.00 mL, puis 











 ANNEXE I.4 - Exploitation des résultats d’analyse de taille 
 
Deux algorithmes sont notamment proposés pour interpréter les corrélogrammes : 
l’algorithme « des cumulants » qui est utilisé dans le cas des populations monomodales 
seulement et l’algorithme « des moindres carrés NNLS » qui convient aussi aux populations 
polydispersées. La méthode « des cumulants » permet d’accéder à deux paramètres : le Z-
average (nm) de la population, qui est le diamètre des particules qui diffusent le plus et le PdI 
(-), signifiant indice de polydispersité, qui est la variance relative autour du Z-average. 
L’algorithme « des moindres carrés NNLS » fournit une courbe de distribution en tailles ainsi 
que cinq paramètres : le nombre de pics de la distribution et pour chaque pic, le Z-average, le 
diamètre moyen,  le pourcentage d’intensité (basé sur les aires des pics) et la largeur du pic à 
mi-hauteur. La courbe de distribution en tailles obtenue par la méthode NNLS est issue d’une 
segmentation des intensités mesurées par classe de tailles ; segmentation découlant de 












































Figure AI.2. Exemple de courbe de distribution en tailles et histogramme correspondant, obtenus par 
la méthode des NNLS. La courbe de distribution en tailles est obtenue en reliant de manière continue 
les sommets de l’histogramme correspondant.  
 
Selon le guide d’exploitation de Malvern, la qualité des mesures est  également déductible des 
corrélogrammes. La Figure AI.3 montre un exemple de chromatogramme. En particulier, 
l’intercepte du corrélogramme avec l’axe des ordonnées, qui est le logarithme en base 10 du 
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 rapport signal sur bruit, doit être compris entre 0.8 et 1 de telle sorte que le signal soit 
significatif et stable. De plus, pour des temps très grands, un corrélogramme correspondant à 
de bonnes conditions d’analyse doit revenir à la ligne de base (c’est-à-dire l’axe des abscisses) 
sans présenter de traînée sinon cela signifierait que des particules sédimentées et/ou des 
agrégats sont présents dans l’échantillon. D’autre part, un paramètre permet de conclure à 
l’unimodalité d’une population: la pente du corrélogramme, qui ne doit pas présenter de 
cassure. L’unimodalité de la population est d’autant plus marquée que l’angle de la pente 
associée est faible. Dans le cas de populations unimodales, les résultats obtenus par les deux 
algorithmes proposés convergent mais l’algorithme « des cumulants » permet une meilleure 
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Figure AI.3 - Exemple de corrélogramme répondant aux critères de qualité et associé à une population 
unimodale. 
 
Enfin, cinq acquisitions successives par échantillon sont menées pour évaluer la répétabilité 
du résultat et la stabilité de l’échantillon (par le biais du paramètre PdI). En effet, si le 
paramètre PdI augmente avec le temps alors cela signifierait que de l’agrégation se produit 










 ANNEXE I.5 – Masses intermédiaires et coefficients rTi ayant permis 
d’accéder aux masses de sondes greffées mTicollectées et aux masses de sondes 
libres mSiTi présentes dans les fractions Ti de traceurs collectées à l’issue 
d’une ième purification par HPLC-SEC (section 4.g). 
 
Tableau AI.1. Tableau des résultats et résultats intermédiaires. Une vérification du bilan de masses 
sur les sondes a également été conduite à chaque étape de purification. 
 Lot  1 Lot 2 Lot 3 
mS0 (μg) 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 71.46 ± 2.00 
Première purification 
mS1collectée (μg) 20.88 ± 0.79 21.20 ± 0.63 20.52 ± 0.75 
mS1totale (μg) 32.66 ± 1.91 33.15 ± 1.68 32.09 ± 1.85 
mS1T1 (μg) 3.01 ± 0.26 3.05 ± 0.24 2.96 ± 0.25 
mT1totale (μg) 38.80 ± 3.91 38.31 ± 3.68 39.37 ± 3.85 
rT1 (-) 0.866 ± 0.016 0.839 ± 0.016 0.837 ± 0.016 
mT1collectée(μg) 33.60 ± 4.03 32.14 ± 3.70 32.95 ± 3.85 
mS1T1/(mS1T1 + mT1collected) (%) 8.2  ± 1.7 8.7 ± 1.7 8.2 ± 1.7 
Vérification du bilan de masse sur les sondes 
[mS0  = mS1totale  + mT1totale] (μg)  
71.46 ± 5.82 71.46 ± 5.36 71.46 ± 5.70 
Seconde purification 
mT1injectée (μg) 13.44 ± 1.65 12.86 ± 1.52 13.18 ± 1.58 
mS1T1injectée (μg) 1.20 ± 0.16 1.22 ± 0.16 1.18 ± 0.15 
mS2collectée(ng) 708.93 ± 28.92 703.17 ± 31.92 602.55 ± 21.45 
mS2T2 (ng) 494.32 ± 87.15 518.24 ± 71.52 579.96 ± 90.88 
mT2totale (μg) 13.44 ± 1.65 12.86 ± 1.52 13.18 ± 1.58 
rT2 (-) 0.920 ± 0.016 0.911 ± 0.015 0.892 ± 0.015 
mT2collectée(μg) 12.37 ± 1.73 11.71 ± 1.58 11.75 ± 1.61 
mS2T2/(mS2T2 + mT2collected) (%) 3.8 ± 1.2 4.2 ± 1.2 4.7 ± 1.4 
Vérification du bilan de masse sur les sondes 
[mS1T1injectée =  mS2collectée+ mS2T2] (μg) 






 Troisième purification 
 Lot 1 Lot 2  
mT2injectée (μg) 4.95 ± 0.71 4.69 ± 0.65  
mS2T2injectée (ng) 197.73 ± 36.63 207.30 ± 30.47  
mS3collectée(ng) 106.88 ± 6.93 110.03 ± 4.82  
mS3T3 (ng) 90.85 ± 27.93 97.27 ± 23.79  
mT3totale (μg) 4.95 ± 0.71 4.69 ± 0.65  
rT3 (-) 0.918 ± 0.013 0.900 ± 0.013  
mT3collectée(μg) 4.54 ± 0.71 4.22 ± 0.64  
mS3T3/(mS3T3 + mT3collected) (%) 2.0 ± 0.9 2.3 ± 0.9  
Vérification du bilan de masse sur les sondes 
[mS2T2injectée =  mS3collectée+ mS3T3] (ng) 














 ANNEXE II.1 - Detailed experimental protocol                                             
of the amperometric measure. 
 
A TMB solution was freshly prepared at 0.01 mol L-1 dissolving 165.0 mg of TMB in 50.0 
mL of ultrapure water; this solution was kept prevented from light at room temperature for the 
analysis period. In the same way, a fresh hydrogen peroxide solution was prepared at 0.88 
mol L-1 in ultrapure water; this solution was kept prevented from light at 6 ± 2°C for the 
analysis period. The total analysis volume in the amperometric cell was fixed to 78.0 ± 0.5 
mL. TMB solution and hydrogen peroxide solution volumes were set respectively to 1.56 ± 
0.01 mL and 88.60 ± 0.18 μL so that respective concentrations of TMB and H2O2 in the cell 
were 2.00 ± 0.11 10-4 mol L-1 and 1.00 ± 0.01 10-3 mol L-1 at t = 0. Notably, the TMB 
concentration of is lower than that of hydrogen peroxide in order to limit the spontaneous 
oxidation reaction of the TMB in TMBradical in presence of hydrogen peroxide. The rest of the 
cell volume was filled with a citrate phosphate buffer solution (pH = 5.20 ± 0.04) and the 
sample to analyze. Analysis volumes ranged from 1.0 (± 0.3%) to 30.00 ± 0.36 mL. The 
rotation velocity of the working electrode was fixed to 1130 tr min-1 and the polarization 
potential was fixed to 0,240 ± 0.001 V related to an Ag/AgCl reference electrode.   
First of all, a blank characterizing the spontaneous oxidation reaction of the TMB was 
performed over 15 min with the same operating conditions given previously and the slope of 
the blank was subtracted to all of the measured slopes for exploitation. The first step of the 
amperometric assay consisted in filling the cell with the citrate phosphate buffer then the 
sample to analyze. Then the working RDE was activated in order to mix the compounds of the 
cell and to fix the hydrodynamics in the cell. Afterward, the TMB solution was added and 
then the H2O2  was also introduced. Hydrogen peroxide could indistinctly be introduced 
before launching the acquisition of the current versus time or little time (30s to 60s) after the 
launching as the polarization potential was stabilized quasi-instantaneously. Reactants (i.e. 
TMB and H2O2) were introduced through a hole designed in the lid (this hole was closed with 
a PTFE cap after introduction). A small opening to air was performed on the top of this air-
sealed cell in order to avoid any surpressure in the amperometric cell during measurement. 
The duration of the analysis was chosen so that the tangent at the origin of the curve giving 
the current versus time was obtained with a high number of points; 7.5 min were in particular 
sufficient for the lowest detection. Analysis were performed at ambient temperature (without 
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 temperature variation during measurement) and no deoxygenating of the cell contain was 
carried out.  
At the end of each analysis, electrodes were washed. In particular, the reference electrode was 
washed with ultrapure water and its breaking in was cleared before the reference electrode 
was washed again. The working electrode tip and the counter electrode were washed with 
ethanol then with water. The hole and the cap allowing to add the reactive agents were also 
cleaned with ethanol. Just before putting the electrodes in the cell contain, the electrodes were 
quickly dried. At the end of a series of analysis, the platinum RDE tip was dried in a 













 ANNEXE II.2- Detail by enzymatic entity of the measured slopes                              
V0S (s-1) and V0A (A s-1) obtained for the comparison of                                       
the spectrophotometric and the amperometric methods. 
 
Tables AII.1 gives the measured slopes V0S (s-1) and V0A (A s-1) by enzymatic entity, that 
were then expressed in mol L-1 min-1 (respectively ViS and ViA according to Equations (II.18) 
and (II.20)).  
 
Table AII.1. Measured V0S (s-1) and V0A (A s-1) functions of the tested concentrations for each 
enzymatic entity. Table AII.1.a refers to the free HRP enzyme. Table AII.1.b refers to the free 
enzymatic probe and Table AII.1.c refers to the tracers. 







7.05 ± 0.06 10-12 7.10 ± 0.12 10-4 2.94 ± 0.05 10-9 
5.03 ± 0.05 10-12 5.00 ± 0.09 10-4 2.29 ± 0.04 10-9 
3.02 ± 0.03 10-12 3.21 ± 0.06 10-4 1.24 ± 0.02 10-9 
1.51 ± 0.01 10-12 1.65 ± 0.03 10-4 6.22 ± 0.11 10-10 
 







6.04 ± 0.05 10-12 8.95 ± 0.15 10-4 4.43 ± 0.08 10-9 
4.31 ± 0.04 10-12 6.77 ± 0.12 10-4 3.10 ± 0.06 10-9 
2.59 ± 0.02 10-12 4.22 ± 0.07 10-4 1.78 ± 0.03 10-9 
1.30 ± 0.01 10-12 1.68 ± 0.03 10-4 8.50 ± 0.15 10-10 
 
Table AII.1.c. Measured V0S (s-1) and V0A (A s-1) for of the tracers. 
[Tracer] 





6.19 ± 0.06 10-11 2.27 ± 0.04 10-3 1.11 ± 0.02 10-8 
4.96 ± 0.05 10-11 1.75 ± 0.03 10-3 7.94 ± 0.15 10-9 
2.13 ± 0.02 10-11 8.34 ± 0.14 10-4 4.10 ± 0.07 10-9 
1.07 ± 0.01 10-11 5.05 ± 0.09 10-4 1.94 ± 0.03 10-9 
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 Remark: 
Tracers used for the comparison of the spectrophotometric and the amperometric methods 
were synthetized the day before these characterizations that were performed on a short period 

















 ANNEXE II.3 - Membranes: preparation and permeability investigation. 
 
A new membrane was used for each filtration test. Prior to filtration tests, membranes were 
soaked for 24h to 48h in ultrapure water containing 5 mg L-1 of potassium hypochlorite to wet 
pores and prevent from bacteria contamination. Before use, microfiltration membranes were 
rinsed with ultrapure water just before being rinsed again 2h at 0.25 bar with ultrapure water 
and ultrafiltration membrane were rinsed with ultrapure water and compacted with ultrapure 
water according to the following protocol: 30 min at 0.3 bar, 30 min at 0.8 bar, 1h30 at 1.2 
bar, 30 min at 0.8 bar and 30 min at 0.3 bar. Membrane permeability to ultrapure water was 
then investigated before performing the filtration. Membrane permeabilities were obtained by 
monitoring the ultrapure water flux through the membrane for 4 different pressures, thanks to 
an electronic balance. All experiments were performed at room temperature; during 
permeability measures (and filtration experiments), temperature was taken in the permeate 
with a thermometer so that permeate flux could be calculated at 20°C by taking into account 

















 ANNEXE III.1 – Désinfection des systèmes membranaires 
 
Préparation du système de filtration pour membranes planes.  
Les tuyaux du système de filtration sont des tuyaux neufs. Avant chaque expérience, le 
système de filtration complet est désinfecté puis lavé à l’eau ultrapure. En particulier, le 
réservoir d’alimentation et la cellule de filtration sont d’abord désinfectés avec de l’eau-
éthanol à 60% puis rincés avec de l’eau ultrapure. Le système de filtration (sans membrane) 
est alors désinfecté en faisant passer 1L d’eau-éthanol à 20% à 1bar. Puis, le réservoir 
d’alimentation est rincé à l’eau ultrapure et le système de filtration est lavé avec au minimum 
4.5L d’eau ultrapure à 1bar. A la fin de chaque expérience de filtration, le système de 
filtration est lavé avec 1L d’eau-éthanol à 20% et rincé abondamment à l’eau ultrapure. 
 
Préparation du système de filtration pour module de fibres creuses.  
Les tuyaux du système de filtration et le tuyau de la pompe péristaltique sont des tuyaux neufs 
et le réservoir est préalablement désinfecté au chlore puis rincé. Avant chaque expérience, le 
système de filtration (sans module) est désinfecté entièrement puis lavé à l’eau ultrapure. En 
particulier, les voies perméat et rétentat  du système sont désinfectées en y faisant passer 
respectivement environ 1.5L d’eau ultrapure chlorée à 5 ppm à 10 L h-1. Puis le réservoir est 
vidangé et lavé. Les voies perméat et rétentat sont alors rincées en y faisant passer 
respectivement environ 3L d’eau ultrapure à 10 L h-1. Avant toutes expériences, le réservoir 
en Nalgene est vidangé et rempli avec le liquide de référence. 
 A la fin de chaque filtration, les deux voies du système sont rincées abondamment d’abord 





 ANNEXE III.2 – Déconditionnement des membranes                                        
et mesures des perméabilités. 
 
Membranes planes. 
Une nouvelle membrane est utilisée pour chaque expérience de filtration. Avant chaque 
expérience, les membranes sont immergées 24 à 48h dans de l’eau ultrapure chlorée à 5 ppm 
de manière à mouiller les pores tout en évitant la contamination bactérienne des membranes. 
Avant utilisation, les membranes de microfiltration sont rincées à l’eau ultrapure juste avant 
d’être rincées à nouveau pendant 2h à 0.25bar. Les membranes d’ultrafiltration sont rincées à 
l’eau ultrapure et compactées selon le cycle suivant : 30 min à 0.3 bar, 30 min à 0.8 bar, 1h30 
à 1.2 bar, 30 min à 0.8 bar and 30 min à 0.3 bar. Les perméabilités des membranes sont 
obtenues en mesurant les flux d’eau ultrapure ou de tampon PBS à travers les membranes 
pour 4 pressions différentes, grâce à une balance électronique reliée au logiciel Starconnect. 
Toutes les expériences ont été conduites à température ambiante. La température est en 
particulier relevée dans le perméat avec un thermomètre pendant les mesures de perméabilités 
et les expériences de filtration de manière à calculer les flux à 20°C (en prenant en compte le 
facteur de correction en température).     
 
Module de fibres creuses. 
Avant chaque expérience de filtration, le module est lavé à l’eau ultrapure selon le protocole 
suivant : nettoyage de la voie rétentat avec environ 2L d’eau à 10 L h-1, rétrolavage à 1 bar (en 
faisant passer environ 1L d’eau ultrapure de chaque côté du module), nettoyage de la voie 
perméat avec environ 100 mL à 0.7 L h-1 et enfin, nettoyage de la voie rétentat avec environ 
2L à 10 L h-1. A la fin de chaque expérience de filtration, le module est lavé à l’eau ultrapure 
selon le même protocole que précédemment puis il est mis sous eau chlorée à 5 ppm.  
Les perméabilités du module sont déterminées à l’eau ultrapure ou au tampon PBS en 
mesurant les flux à travers les membranes pour 3 pressions différentes (correspondant à 3 
débits différents de la pompe volumétrique compris entre 0.65 et 1.82 L h-1), grâce à une 
balance électronique reliée au logiciel Starconnect. La température est relevée en entrée de 
module, avec le capteur de température, pendant les mesures de perméabilités et les 
expériences de filtration de manière à calculer les flux à 20°C (en prenant en compte le 
facteur de correction en température). 
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 ANNEXE III.3 – Détails du bilan de matière ayant permis d’aboutir aux 
Equations (III.3) et (III.4) de la section 2.d. 
 
Le bilan s’écrit classiquement : Entrée = Sortie + Accumulation. 
Ce bilan se traduit, donc à tout temps t, en termes de concentrations et de débits par : 
Calim.Qalim = Cpermi. Qpermi + Vcell. d Cret,thi / dt                      Eq. (AIII.1) 
Soit : Calim.Qalim. dt = Cpermi. Qpermi .dt + V. d Cret,thi                     Eq. (AIII.2) 
Avec: 
Calim est la concentration d’alimentation, 
Qalim est le débit d’alimentation, 
Cpermi est la concentration dans le perméat à l’instant t, 
Qpermi  est le débit de perméat. Comme le mode de filtration est frontal : Qpermi = Qalim, 
V est le volume du rétentat. V est le volume de la cellule de filtration pour le système pour 
membranes planes (V = Vcell) et V est le volume interne des fibres du module pour le système 
pour module de fibres creuses (V = Vint,fibres). 
Cret,thi est la concentration théorique dans le rétentat à l’instant t. 
 
En intégrant l’Equation (AIII.2) par rapport au temps, entre 0 et l’instant t, il vient : 
∑ (Calim - Cpermi). Qpermi. t = V. (Cret,thi - Cret,th0 )             Eq. (AIII.3) 
Où :  
Cret,th0 est la concentration du rétentat à l’instant t =0. 
Dans le cas du système pour membrane plane : 
  Cret,th0  = Calim . (Vcell- Vres) / Vcell 
Avec : Vres est le volume de résiduel de liquide de référence dans la cellule à  t = 0. 
  Dans le cas du système pour module de fibres creuses : 
Cret,th0  = 0. 
D’autre part, en notant : Qpermi. t = Vpermi  
Où Vpermi est le volume de perméat produit à l’instant t, il vient  
 
Pour le système pour membrane plane : 
Cret,thi = [Calim. (Vcell - Vres) + Σ (Calim – Cpermi). Vpermi ] / Vcell           Eq. (AIII.4) 
Pour le système pour module de fibres creuses : 
Cret,thi = [ Σ (Calim – Cpermi). Vpermi ] / Vint,fibres                                   Eq. (AIII.5) 
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 ANNEXE III.4 – Protocoles de quantification de l’adsorption sur les 
systèmes de filtration utilisés et sur la membrane plane neuve de 
microfiltration - Résultats détaillés. 
 
Ces expériences ont été conduites en statique en mettant des suspensions de traceurs en 
contact avec les surfaces des composantes des systèmes de filtration pendant des temps 
donnés et en quantifiant les pertes de traceurs dans les suspensions de traceurs mises en 
contact à la fin de la mise en contact. En particulier, les concentrations des suspensions de 
traceurs utilisées ont été choisies 1 à 10 fois plus grandes que les concentrations mises en jeu 
dans les expériences de filtration pour se placer dans des cas favorables à l’adsorption.   
 
Dans cette annexe, seront nommés ci-après : 
Cinit (eq. pfu mL-1) les concentrations initiales des suspensions de traceurs mises en contact 
avec les différentes éléments des systèmes de filtration lors des expériences de quantification 
de l’adsorption. Ces concentrations sont 1 à 100 fois plus grandes que celles mises jeu dans 
les expériences de filtration, 
Cfiltration (eq. pfu mL-1) les concentrations maximales des suspensions de traceurs en contact 
avec les éléments des systèmes de filtration lors des expériences de filtration,  
Cfin (eq. pfu mL-1) les concentrations mesurées dans les suspensions de traceurs lors des 
expériences de quantification de l’adsorption et à la fin du temps de contact imposé,   
tcontact (min) les temps de mises en contact des suspensions de traceurs avec éléments des 
systèmes de filtration lors des expériences de quantification de l’adsorption. Ces temps sont 
très proches de ceux mis en jeu lors des expériences de filtration, 
 Scontact (m-2) les surfaces des éléments des systèmes de filtration mises en contact avec les 
suspensions de traceurs lors des expériences de quantification de l’adsorption, 
 Qads/S (eq. pfu m-2) les quantités maximisées de traceurs adsorbés par unité des surfaces de 








 Système de filtration pour membrane planes. 
 
• Quantification de l’adsorption sur les parois de la cellule de filtration (en polysulfone) 
Cette expérience a été conduite sur le temps maximal des filtrations à partir du moment où la 
cellule de filtration était pleine d’alimentation (soit 37 min). La cellule a été retournée avec 
son chapeau. Une suspension de traceurs à une concentration près de 2 fois supérieure la 
concentration maximale mesurée dans les rétentats collectés (soit 5.73 108 eq. pfu mL-1) a été 
choisie. Le Tableau AIII.1 récapitule les conditions de la mesure et les résultats obtenus. 
 
Tableau AIII.1. Conditions opératoires pour la quantification de l’adsorption sur les parois de la cellule 
de filtration et résultats obtenus. 
 
Cinit  










(eq. pfu m-2), 
Parois de la cellule de 
filtration 
1.01 109 
± 0.02 109 
5.73 108 
± 0.14 108 
37.0 
8.85 108 
± 0.14 108 
4.63 10-3 
8.97 1011 
± 0.41 1011 
 
 
• Quantification de l’adsorption sur un morceau de membrane plane neuve de 
microfiltration (en polysulfone) 
Cette membrane a été découpée en un disque de section identique à la surface de membrane 
utilisée pour les expériences de filtration. La membrane utilisée a dans un premier temps été 
déconditionnée selon le protocole décrit en Annexe III.1. Elle a ainsi été immergée 48 h dans 
de l’eau chlorée à 5ppm puis lavée abondamment à l’eau ultrapure. Ce disque de membrane a 
ensuite été exposé à une suspension de traceurs de concentration supérieure à la concentration 
maximale mesurée dans les rétentats et un prélèvement de la suspension a été effectué au bout 
de 31min (Tableau AIII.2). 
 
Tableau AIII.2. Conditions opératoires pour la quantification de l’adsorption sur la membrane plane 














Membrane plane de 
microfiltration neuve 
1.01 109 
± 0.03 109 
5.7 108 
± 0.14 108 
31 
8.12 108 






 Système de filtration pour modules de fibres creuses. 
 
• Quantification de l’adsorption dans le tuyau de la pompe péristaltique (à base PVC 
avec plastifiants) 
La quantification expérimentale des éventuelles pertes de traceurs par adsorption dans le 
tuyau de la pompe péristaltique (donc entre le récipient en verre contenant la suspension 
d’alimentation et l’entrée du module) a été réalisée avec un tuyau neuf. Cette quantification a 
été conduite avec une suspension de traceurs à une concentration proche de la concentration 
d’alimentation maximale mise en jeu lors des expériences de filtration (soit 1.95 109 eq. pfu 
mL-1). La suspension de traceurs transitant à travers le tuyau de la pompe péristaltique a été 
prélevée directement à la sortie du tuyau (qui est connecté au module pendant les expériences 
de filtration), à différents temps sur la durée d’injection la plus longue. Des prélèvements 
d’une minute à 1.50, 2.83, 4.50, 6.50 et 14.50 min ont été réalisés pour analyse. Le débit de la 
pompe a été fixé à celui utilisé pour les expériences de filtration (soit 0.21 ± 0.02 L h-1). Le 
Tableau AIII.3 récapitule les conditions de la mesure et les résultats obtenus. La concentration 
Cfin désigne ici la moyenne des concentrations mesurées en sortie de tuyau pour les différents 
temps de contact. 
 
Tableau AIII.3. Conditions opératoires pour la quantification de l’adsorption dans le tuyau de la pompe 
péristaltique et résultats obtenus. 
 
Cinit  










(eq. pfu m-2), 
Tuyau de la pompe  
Péristaltique 
1.03 109 
± 0.03 109 
1.95 109 









• Quantification de l’adsorption dans le carter du module (en PVC) 
Cette quantification a été conduite dans un carter en PVC avec une ouverture de perméat mais 
bouché à ses extrémités par de la colle (comme pour le module testé). Une suspension de 
traceurs à une concentration proche de l’alimentation a été choisie. Cette concentration est en 
particulier près de 10 fois plus grande que la concentration maximale mesurée dans les 
perméats collectés (i.e. 1.04 107 eq. pfu mL-1). Le carter a été rempli entièrement et des 
prélèvements ont effectués sur les durées des expériences de filtration, en particulier à 18 min 
et à 59 min (Tableau AIII.4). 
 
 280
 Tableau AIII.4. Conditions opératoires pour la quantification de l’adsorption dans le carter du module 
et résultats obtenus. 
 
Cinit  










(eq. pfu m-2), 
18.0 
1.12 108 




Carter en PVC 
1.15 108 
± 0.03 108 
1.04 107 
± 0.17 106 
59.0 
9.96 107 
± 0.24 107 
4.34 10-3 
1.08 1011 
± 0.05 1011 
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 ANNEXE III.5 – Détail des volumes de perméat collectés en cours de 
filtration (Vpermi), des concentrations mesurées dans les perméats collectés 
(Cpermi) et des concentrations théoriques dans les rétentats (Cret,thi) pour 
chacune des expériences de filtration conduites dans cette étude. 
 
• Expérience avec la membrane plane de microfiltration neuve (Tableau AIII.5) : 
  


































• Expérience avec la membrane plane de microfiltration vieillie (Tableau AIII.6) : 
 






















































 Les concentrations en traceurs dans le perméat affichées en gras et en italique (3 sur un total 
de 13 concentrations) n’ont pas été mesurées et l’hypothèse sera faite qu’elles sont les 
moyennes de la concentration qui précède et de la concentration qui suit chacune de ces 
concentrations dans la colonne du tableau.   
 
• Expérience avec le module présentant un défaut calibré à l’état non vieilli (Tableau 
AIII.7): 
 














• Expérience avec le module présentant un défaut calibré à l’état vieilli (Tableau 
AIII.8): 
 



























 ANNEXE III.6 – Courbes de chutes de flux pour les membranes planes de 
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Figure AIII.1. Courbes de chutes de flux pour la membrane neuve et pour la membrane vieillie en 
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Figure AIII.2. Courbes de chutes de flux pour la membrane neuve et pour la membrane vieillie en 
fonction du temps.  
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 ANNEXE III.7 – Courbes donnant les concentrations en traceurs dans le 
perméat et les perméabilités normalisées en fonction du temps de filtration 
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Figure AIII.3 (correspondant à la Figure 4). Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec la 
membrane plane de microfiltration neuve (suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 
437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 2.6 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 12.57 cm2, Vcell,spec = 55.60 L m-2 où 
























PTM1 = 0.56 bar
















Figure AIII.4 (correspondant à la Figure 5). Perméabilités normalisées en fonction du volume 
spécifique filtré obtenue avec la membrane plane de microfiltration neuve (suspension de traceurs 
préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 437 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, PTM1 = 0.56 bar et PTM2 = 0.88 bar, 






























PTM3 = 0.30 bar




















Figure AIII.5 (correspondant à la Figure 8). Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec la 
membrane plane de microfiltration vieillie (suspension de traceurs préparée dans du PBS, Lpo,PBS = 
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Figure AIII.6 (correspondant à la Figure 9). Perméabilités normalisées obtenues avec la membrane 
plane de microfiltration vieillie en fonction du volume spécifique filtré (suspension de traceurs préparée 
























































Figure AIII.7 (correspondant à la Figure 15). Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec le 
module à l’état non vieilli (suspension de traceurs préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, 
Lpo,PBS = 218 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1.9 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105.18 cm2, Vspec,perm = 





































































Figure AIII.8 (correspondant à la Figure 18). Dynamique de rétention des traceurs obtenue avec le 
module à l’état vieilli (suspension de traceurs préparée dans du PBS, matrice de filtration : PBS, 
Lpo,PBS = 195 L h-1 bar-1 m-2 à 20°C, Calim = 1.2 108 eq. pfu mL-1, Sfiltration = 105.18 cm2, Vspec,perm = 
3.28 L m-2 ; Δt = 5.00 min). 
 
 
 
 
